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Ger-Wanderfalkenkreuzungen werden vor allem in arabischen Ländern zur Beizjagd 
eingesetzt und besitzen dort einen hohen Stellenwert, so dass der 
veterinärmedizinischen Versorgung dieser wertvollen Vögel eine besondere 
Bedeutung zukommt. Gerade unter Feldbedingungen, wie sie auf der Beizjagd 
vorherrschen, bietet sich die Injektionsanästhesie als eine kostengünstige und mit 
geringem apparativen Aufwand verbundene Alternative zur Inhalationsanästhesie an. 
Ein häufig eingesetztes Injektionsanästhetikum ist Ketaminhydrochlorid; es wird 
sowohl als Monoanästhetikum als auch in Kombination mit anderen Medikamenten 
zur Anästhesie bei einer großen Anzahl unterschiedlicher Vogelarten eingesetzt. Als 
Nachteile gelten die unzureichende Analgesie, Exzitation in Einleit- und 
Aufwachphase sowie Atem- und Kreislaufdepressionen (COLES 1997, ISENBÜGEL u. 
RÜBEL 1987, KORBEL 2003).  
Ziel dieser Arbeit ist es, festzustellen, ob das Kombinationspräparat 
Alphaxalon/Alphadolon eine geeignete Alternative zur Ketaminanästhesie bei Ger-
Wanderfalkenhybriden darstellt. In verschiedenen Fallberichten (COLES 1997, COOPER 
1978, COOPER u. FRANK 1973, FORBES 1984, HAIGH 1980, HARCOURT-BROWN 1978, 
SAMOUR et al. 1984) erwies sich das Kombinationspräparat Alphaxalon/Alphadolon 
bei Greifvögeln als alternatives Präparat mit schnellem Wirkungseintritt und 
kurzzeitiger Anästhesie bei guter Muskelrelaxation. 
In allen oben genannten Studien wurden die Untersuchungen jedoch an wenigen 
Exemplaren unterschiedlicher Greifvogelarten unter nicht standardisierten 
Bedingungen durchgeführt. Erstmalig erfolgt in dieser Arbeit die Untersuchung an 




2.1 Zoologische Grundlagen 
Zoologisch gesehen ist der Ger-Wanderfalkenhybrid eine Kreuzung der Arten 
Gerfalke (Falco rusticolus) und Wanderfalke (Falco peregrinus). 
Dieser Hybrid wird in den arabischen Ländern wegen seiner Einsatzmöglichkeiten bei 
der Beizjagd sehr geschätzt und genießt einen hohen Stellenwert. Der Gerfalke vererbt 
neben Kraft und Geschwindigkeit die relativ hohe Körpermasse von über einem 
Kilogramm bei Weibchen, während der Wanderfalke Ausdauer und gute 
Temperaturtoleranz liefert. 
 
Tab. I: Zoologische Einordnung nach AMADON und BULL (1988), WEICK (1980) 
Klasse Vögel (Aves) 
Unterklasse Neuvögel (Neornithes) 
Ordnung Greifvögel (Falconiformes) 
Familie Falkenartige (Falconidae) 
Unterfamilie Eigentliche Falken (Falconinae) 
Tribus Echte Falken (Falconini) 
Gattung Falke (Falco) 
 
2.2 Physiologische Grundlagen 
2.2.1 Stoffwechsel und Thermoregulation 
Der aviäre Stoffwechsel ist mit dem Temperaturhaushalt ähnlich eng wie bei 
Säugetieren verwoben (DAWSON u. WHITTOW 2000), weshalb beide hier gemeinsam 
behandelt werden. 
Der Stoffwechsel unterliegt einem Tagesrhythmus und wird zusätzlich vom Zeitpunkt 
der Futteraufnahme beeinflusst (DAWSON u. WHITTOW 2000). Er ist gegenüber dem 
Stoffwechsel des Säugers stark erhöht (ARNALL 1961, HUMMEL 2000), was auch durch 
die hohe Körperinnentemperatur der Vögel widergespiegelt wird. Dieses bedeutet eine 
schnellere Verbrennung aufgenommener Nahrung (ARNALL 1964). Auch die 
beschleunigte Resorption, Entgiftung und Ausscheidung von Medikamenten ist 
hiermit in Einklang zu bringen (ARNALL 1961). 
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Da die metabolisierte Energie lediglich der Anteil der aufgenommenen weniger der 
ausgeschiedenen Energie ist, besteht selbstverständlich auch ein direkter 
Zusammenhang mit dem Energiegehalt der Nahrung. 
Die enge Verbindung zwischen Stoffwechsel und Thermoregulation wird ersichtlich, 
wenn man bedenkt, dass bei einer Abweichung von der Thermoneutralität bis über  
70 % des Energieverbrauchs der Thermoregulation dienen (BLEM 2000). Die 
Homöothermie hat sich bei Säugern und Vögeln zwar unabhängig voneinander 
entwickelt, dennoch bestehen ähnliche allgemeine Charakteristika, aber auch einige 
erhebliche Unterschiede (DAWSON u. WHITTOW 2000). Die Verdunstungswärme ist 
umso kleiner, je größer das Individuum ist, da sich die Körperoberfläche in Relation 
zum Körpermasse exponentiell verhält (BLEM 2000). Im Gegensatz zum Säuger sind 
beim Vogel keine Schweißdrüsen an einem erwünschten Wärmeverlust beteiligt. 
Durch einen bislang ungeklärten Mechanismus kommt eine Veränderung der 
Diffusionsrate der Vogelhaut zustande. Ebenso sind Vögel in der Lage zu hecheln, 
um hohen Umgebungstemperaturen entgegenzuwirken (BLEM 2000). Diese 
Tachypnoe geht ohne eine Veränderung der Blutgase oder des pH-Wertes einher, 
indem der „tote“ Raum, der am Gasaustausch nicht beteiligte Teil des 
Atmungsapparates, also Luftröhre, Hauptbronchien und Luftsäcke, ausgenutzt wird 
(DAWSON u. WHITTOW 2000). Beide regulatorischen Mechanismen sind natürlich nur 
bei ausreichender Hydratation wirksam. Im Falle einer Dehydration im 
Zusammenhang mit hoher Umgebungstemperatur kann es zu einer physiologischen 
Hyperthermie kommen, die einem weiteren Wasserverlust entgegenwirken soll. 
Bei niedrigen Umgebungstemperaturen hingegen stellt Muskeltremor, in erster Linie 
der Flugmuskulatur, den primären Mechanismus zur Thermogenese dar. Das bei den 






Der Respirationsapparat von Greifvögeln lässt sich in zwei separate und funktionell 
unterschiedliche Bereiche einteilen: Die Ventilation (luftführende Wege, Luftsäcke, 
Brustskelett und Atmungsmuskulatur) und den Gasaustausch (parabronchiale Lunge) 
(LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Die knorpeligen Trachealringe sind beim Vogel komplett geschlossen. Die Trachea ist 
fast dreimal so lang wie die von Säugern vergleichbarer Größe, jedoch sind die 
Widerstandsverhältnisse durch das fast anderthalbfach so weite Lumen und die 
wesentlich geringere Atemfrequenz ähnlich. Diese beträgt nur zirka ein Drittel der 
Atemfrequenz vergleichbarer Säugetiere (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Die Lunge, im dorsalen Thorax in einer Pleurahöhle gelegen, kann keine Bewegungen 
ausführen, so dass das Volumen der Vogellunge während aller Atemphasen konstant 
bleibt (DUNCKER 1979, HUMMEL 2000). Das Bronchialsystem der Vögel unterteilt sich 
in Primär-, Sekundär- und Tertiär- oder Parabronchien. Letztere sind zusammen mit 
dem Paraperibronchialgewebe für den Gasaustausch verantwortlich (DUNCKER 1979, 
HUMMEL 2000, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Den Hauptbronchien entspringen nach ihrem Eintritt in die Lunge 
Sekundärbronchien: Im kranialen Bereich die Medioventrobronchien und nach einem 
abzweigungsfreien Abschnitt die Mediodorso-, Lateroventro- und Laterodorso-
bronchien. Viele der Medio- und Lateroventrobronchien münden in die Luftsäcke 
(DUNCKER 1979, HUMMEL 2000, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Greifvögel besitzen insgesamt neun Luftsäcke. Deren Gesamtvolumen teilt sich etwa 
gleichmäßig zwischen den kranialen (zwei Zervikal-, dem unpaaren Klavikular-, zwei 
kraniale Thorakalluftsäcke) und kaudalen (zwei kaudale Thorakal- und zwei 
Abdominalluftsäcke) Luftsäcken auf (DUNCKER 1979, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Speziesabhängig pneumatisieren Divertikel der Luftsäcke Hals und Brustwirbel sowie 
Rippen, Sternum, Humerus, Becken und Femur (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Die Inspirationsbewegung wird von der Interkostalmuskulatur zusammen mit den 
Musculi levatores costarum durchgeführt. Die bei den Vögeln stets aktiv 
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stattfindende Exspiration wird vor allem von der Abdominalwand ausgeführt 
(LUDDERS u. MATTHEWS 1996, OROSZ u. DORRESTEIN 1997). Im Gegensatz zu den 
Säugern besitzen Vögel jedoch keine auxiliäre Atemmuskulatur, wobei insbesondere 
das Fehlen des Zwerchfells auffällt (OROSZ u. DORRESTEIN 1997). Zu beachten ist 
auch, dass die Flugmuskulatur keinen Einfluss auf die Atmung hat, so dass Atem- 
und Flugbewegung ganz verschiedene Frequenzen haben (DUNCKER 1979). 
In der Inspirationsphase strömt die Luft durch den Hauptbronchus und den ersten 
Lateroventrobronchus in die hinteren Luftsäcke ein. Gleichzeitig strömt aus den 
Mediodorsobronchien und den Lateroventrobronchien Luft über die Parabronchien in 
die Medioventrobronchien und von diesen in die vorderen Luftsäcke. 
In der Exspirationsphase wird die Luft aus den abdominalen Luftsäcken direkt in die 
Mediodorsobronchien und Lateroventrobronchien gepresst, die Luft aus den kaudalen 
thorakalen Luftsäcken über den ersten Lateroventrobronchus in die 
Mediodorsobronchien. Von hier wird sie über die Parabronchien und die 
Medioventrobronchien wieder in den Hauptbronchus geleitet und abgeatmet. Ebenso 
über die Medioventrobronchien wird die Luft aus den vorderen Luftsäcken abgeleitet. 
Dieser unidirektional von Luft durchströmte Teil der Parabronchien bildet die 
Paleopulmo (DUNCKER 1979). 
Die Neopulmo besteht aus stark miteinander vernetzten Parabronchien und stellt den 
lateralen und ventralen Lungenrand dar. Dieses bei Greifvögeln nur mittelmäßig 
ausgebildete Flechtwerk entspringt der lateralen Seite des hinteren Hauptbronchus, 
den Anfangsabschnitten der Mediodorsobronchien sowie der Lateralseite der 
Lateroventrobronchien. Es mündet direkt in die thorakalen und abdominalen 
Luftsäcke. Da diese Neopulmo zwischen dem Hauptbronchus und den hinteren 
Luftsäcken liegt, wird sie, je nach Atemphase, im Gegensatz zum Paleopulmo in 
wechselnder Richtung durchströmt (DUNCKER 1979). 
Vögel haben, ähnlich den Säugern, ein Atemzentrum, zentrale, CO2-empfindliche 
Chemorezeptoren und vergleichbare periphere Rezeptoren. Zusätzlich haben sie eine 
einzigartige Gruppe intrapulmonärer Chemorezeptoren, welche sehr empfindlich auf 
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CO2 reagieren, jedoch Hypoxie gegenüber unempfindlich sind. Diese Rezeptoren 
beeinflussen Atemfrequenz und -volumen reflektorisch. Ihre Empfindlichkeit ist 
abhängig vom Habitat des Greifvogels. Beispielsweise sind sie bei der Kanincheneule, 
einem unterirdisch lebenden Vogel, deutlich unempfindlicher als bei den meisten 
anderen Vogelarten (LUDDERS u. MATTHEWS 1996).  
 
2.2.3 Kreislauf und Blut 
Ebenso wie die Säuger haben Vögel ein geschlossenes Kreislaufsystem (BEZZEL u. 
PRINZINGER 1990). Die absolute Blutmenge eines gesunden Vogels entspricht zirka  
10 % seiner Körpermasse. Etwa 10 bis 20 % hiervon kann das Tier verlieren, ohne 
dass es negative Auswirkungen hätte (GYLSTORFF u. GRIMM 1987). 
Die Hämatokritmessung kann beim Greifvogel wie beim Säuger sehr hilfreich bei der 
Erkennung von Dehydration sein, wobei ein Hämatokrit von 45 % bereits als erhöht 
gilt. Er tritt, wie oben erwähnt, im Wesentlichen als Begleiterscheinung einer 
Dehydration auf und dann im Zusammenhang mit erhöhten Werten an Gesamtprotein 
im Plasma, weißen Blutkörpern und Fibrinogen. Greifvögel, welche in hohen 
geographischen Regionen leben, können jedoch auch einen physiologischen 
Hämatokrit von bis zu 50 % aufweisen. Ein Hämatokrit unter 34 % hingegen sollte als 
Anämie gewertet werden (HERNÁNDEZ 1991). 
 
2.2.3.1 Herz  
Auch das Herz eines Vogels unterscheidet sich nur in wenigen Punkten von dem 
eines Säugers: 
Bei einigen Arten ist auch bei den erwachsenen Individuen noch der fetale Sinus 
venosus erhalten, in den die Äste der drei Hohlvenen münden. Er ist gegenüber dem 
rechten Vorhof durch zwei Sinuatrialklappen abgegrenzt (BEZZEL u. PRINZINGER 1990, 
KING u. MCLELLAND 1978). 
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Die rechte Atrioventrikularklappe des Säugers wird beim Vogel durch eine starke und 
breite Muskelklappe ersetzt (BEZZEL u. PRINZINGER 1990, HUMMEL 2000, KING u. 
MCLELLAND 1978). 
Die rechte und linke Lungenvene können sich vereinigen und als gemeinsame 
Lungenvene bis in die Atrioventrikularöffnung hinein reichen (BEZZEL u. PRINZINGER 
1990, HUMMEL 2000, KING u. MCLELLAND 1978). 
Der Durchmesser der Herzmuskelfasern beträgt beim Vogel lediglich 5-10 µm im 
Gegensatz zu 10-30 µm beim Säuger (BEZZEL u. PRINZINGER 1990, HEES 1990). 
In Relation zur Körpermasse ist die Herzmasse eines Vogels im Allgemeinen etwa 
doppelt so hoch wie die vergleichbarer Säuger. Sie nimmt mit dem Flugvermögen zu, 
ebenso bei abnehmender Körpermasse innerhalb einer Gruppe (HUMMEL 2000, KING 
u. MCLELLAND 1978). 
Auch bei dem Erregungsbildungs- und Reizleitungssystem, welches 
vertebratenspezifisch myogen ist, bestehen nur wenige Unterschiede zu dem des 
Säugers. 
Atrien und Ventrikel sind sympathisch und parasympathisch innerviert. Die 
sympathisch wirksamen Transmitter sind in erster Linie Adrenalin und Noradrenalin, 
während der parasympathisch wirksame Acetylcholin ist (BEZZEL u. PRINZINGER 1990, 
LUDDERS u. MATTHEWS 1996). Dieses hat besondere Relevanz in der Anästhesiologie 
der Greifvögel, da Inhalationsanästhetika, insbesondere Halothan, das Myokard 
verstärkt gegenüber Katecholamin-induzierten Arrhythmien sensibilisieren (LUDDERS 
u. MATTHEWS 1996). 
Die Tätigkeit der Herz-Autorhythmie-Zentren wird von dem vegetativen 
Nervensystem kontrolliert. Daher ist die Innervierung in den Regionen des Sinus- und 
des AV-Knotens entsprechend dicht (BEZZEL u. PRINZINGER 1990). 
Der Sinusknoten oder Sinuatrialknoten liegt in der Wand des rechten Vorhofes und ist 
mit der höchsten Eigendepolarisationsfrequenz der Schrittmacher des Herzens. Der 
im Vorhofseptum liegende Atrioventrikularknoten übernimmt die Weiterleitung der 
elektrischen Erregung (BEZZEL u. PRINZINGER 1990, LUDDERS u. MATTHEWS 1996).  
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Hier zweigen nicht wie beim Säuger zwei, sondern drei Schenkel aus dem Hisschen 
Bündel ab. Der zusätzliche Schenkel umgibt die rechte Atrioventrikularöffnung und 
regelt vermutlich die Funktion der rechten Atrioventrikularklappe. Die weitere 
Reizausbreitung wird von den sehr großen (im Durchmesser bis zu 50 µm) 
Purkinjeschen Fasernetzen übernommen (BEZZEL u. PRINZINGER 1990). Diese 
Fasernetze durchziehen das gesamte ventrikuläre Myokard von Endo- bis Epikard. 
Diese Form der ventrikulären Reizleitung ermöglicht gleichmäßige Herzschläge bei 
hohen Frequenzen (LUDDERS u. MATTHEWS 1996).  
 
2.2.3.2 Peripheres Gefäßsystem 
Charakteristisch für die meisten Vögel ist die Anastomosis intercarotica, welche die 
beiden Karotiden miteinander verbindet und bei starkem Drehen des Kopfes das 
Stocken des Blutflusses verhindert, wenn ein Gefäß komprimiert wird. 
Da sich die Aorta des erwachsenen Vogels aus dem vierten Kiemenbogen und der 
rechten dorsalen Aorta entwickelt, biegt die Aorta ascendens im Gegensatz zum 
Säuger nach rechts um. 
Zusätzlich zum Leber-Pfortadersystem, welches das Blut vom Magen-Darm-Trakt 
über die Vena portae und die Leber in die Vena cava caudalis leitet, existiert beim 
Vogel das Nieren-Pfortadersystem. Die ebenfalls vom Darm kommende Vena 
coccygomesenterica, welche auch die Vena portae mit Blut versorgt, zieht über die 
Vena renalis adherens in die Nierenlappen und von dort ebenfalls in die Vena cava 
caudalis (HUMMEL 2000, KING u. MCLELLAND 1978, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Im Gegensatz zu anderen, nichtsäugenden Vertebraten jedoch wird der venöse 
Blutfluss beim Vogel nicht zwingend durch die Nieren geleitet: Vegetativ innervierte, 
klappenartige Strukturen verändern den venösen Blutfluss durch die Niere in hohem 
Maße, was sogar zu einer kompletten Umgehung der Niere führen kann. Diese 
Klappen schließen sich unter dem Einfluss von Acetylcholin, öffnen sich unter 
Adrenalin. Dieses System dient der Regulation der Harnkonzentration (HUMMEL 2000, 
LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
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Schließlich hat der Vogel drei Hohlvenen: Die Vena cava cranialis sinistra und die 
Vena cava cranialis dextra, welche aus dem Kopfbereich kommen, sowie die Vena 
cava caudalis. Sie alle münden in den rechten Vorhof. 
Durch die Anknüpfung der Vena coccygomesenterica an beide Pfortadersysteme 
wird das Blut wechselnd zur Niere oder Leber transportiert, wobei es zu einer 
Umkehrung der Flussrichtung in diesem Gefäß kommen kann (HUMMEL 2000, KING u. 
MCLELLAND 1978, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Durch den hohen Blutausstoß des Vogelherzens (0,5 bis 3,0 ml/kg KM) entstehen 
Zirkulationswerte, die im Mittel bei 260 ml/min pro kg KM liegen. Die 
Herzdurchblutung ist damit etwa doppelt so hoch wie bei kleinen Säugern. Das führt 
zu einer kurzen Zirkulationsdauer des Blutes und hohen Geschwindigkeiten, die in der 
Bauchaorta bis zu 35 m/s betragen können (BEZZEL u. PRINZINGER 1990). 
Am Beispiel des Haushuhnes wurde die Versorgung der verschiedenen Organe mit 
ausgestoßenem Blut bestimmt, vergleichbare Untersuchungen bei Greifvögeln liegen 
nicht vor: 
 
Tab. II: Blutversorgung der Organe am Beispiel des Haushuhnes (BEZZEL u. 
PRINZINGER 1990) 
Organ Prozentualer Anteil des ausgestoßenen 
Blutes 
Niere 15,2 % 
Darm 8,6 % 
Leber 6,7 % 
Herz 4,7 % 
Magen 1,6 % 
Brustmuskel 1,1 % 
Milz 0,4 % 
Nebenniere 0,4 % 
Schilddrüse 0,035 % 




2.3 Allgemeine Hinweise zur Sedation von Greifvögeln 
Lokalanästhetika werden in der Greifvogelmedizin nicht eingesetzt, da der  
Fixierungs- und Behandlungsstress des wachen Vogelpatienten ein erhebliches Risiko 
für Herz und Kreislauf darstellt. Hinzu kommt die schlechte Dosierbarkeit bei Vögeln 
mit geringer Körpermasse und Unverträglichkeitsreaktionen, eventuell sogar mit 
Todesfolge. Dieses scheint durch eine extrem schnelle Resorption des Anästhetikums 
bedingt zu sein, welches das Atemzentrum lähmt (LUDDERS u. MATTHEWS 1996, 
TROMMER 1978, ZEDLER 1962). 
Je nach Größe und Futtergewohnheit sollten Vögel vor der Narkose bis zu zwölf 
Stunden fasten. Dieses soll bezwecken, dass der Kropf nicht mit Futter gefüllt ist, da 
das Erbrechen des Futters zur Aspirationspneumonie oder Erstickungstod führen 
kann. Fasten die Tiere allerdings zu lange, kommt es infolge des relativ schnelleren 
Stoffwechsels zu einem hypoglykämischen Zustand, welcher die Elimination eines 
Narkotikums erschwert (HEARD 1997, GYLSTORFF u. GRIMM 1998, PADDLEFORD 1992). 
Bei Greifvögeln hingegen werden auch nach 24 Stunden Fasten noch relativ hohe 
Blutzuckerwerte im Plasma gemessen. Die Mindestzeit, die ein Greifvogel vor der 
Anästhesie im Allgemeinen fasten sollte, beträgt vier bis sechs Stunden. Der danach 
annähernd leere Magen stellt keine Behinderung der Atmung dar, was bei 
atemdepressiven Anästhetika besonders wünschenswert ist (FITZGERALD u. BLAIS 
1993). 
Einen möglichen Einfluss auf die Anästhesie stellt auch die geringe Anzahl der 
Drüsen in der Vogelhaut dar, da sowohl Ausscheidung des Anästhetikums als auch 
Wärmeverlust mit ihnen im Zusammenhang stehen könnten (ARNALL 1964). 
Auch die Lagerung während der Narkose ist von Bedeutung. Bei der durch die 
Rückenlage ausgelösten Atemdepression von Vögeln spielen mehrere Faktoren eine 
Rolle, nicht zuletzt die Belastung und Volumenreduzierung der abdominalen 




2.4 Methoden der Anästhesieüberwachung bei Greifvögeln 
2.4.1 Narkosestadien 
Die vier Stadien der Narkose nach GUEDEL (1937) - Analgesie, Exzitation, Toleranz 
und Paralyse - sind beim Vogel nicht deutlich voneinander getrennt (KORBEL 2003). 
Daher wird in der Vogelmedizin die Narkose im Allgemeinen anhand der 
Reflexantworten in eine Einleitphase, ein Toleranzstadium (dem Stadium III/2 des 
Guedel-Schemas beim Säuger entsprechend) und eine Aufwachphase eingeteilt 
(KORBEL 2003). Laut HORNBERGER (1975) ist das erste Anzeichen des Toleranz-
stadiums das Aufplustern des Gefieders. Die etwas exaktere Beurteilung, ob das 
Toleranzstadium erreicht ist, geschieht sowohl anhand von Palpebral-, Korneal- und 
Zehenreflex, als auch der Muskelrelaxation und der Fähigkeit des Vogels, wieder die 
Bauchlage einzunehmen (GYLSTORFF u. GRIMM 1998). KORBEL (2003) empfiehlt die 
Beurteilung der weiter unten im Text aufgeführten zwölf Reflexe, wobei er auch 
Schmerzvermeidungsreaktionen als Reflexe bezeichnet. 
Im Toleranzstadium ist ein vollkommenes Erlöschen der Schmerzreflexe zu 
beobachten, die gesamte Skelettmuskulatur ist relaxiert, die Augenlider sind 
geschlossen, die Pupillen dilatiert und der Pupillarreflex nicht vorhanden. Der 
Kornealreflex ist verzögert, jedoch auslösbar (KORBEL 2003). 
 
2.4.2 Reflexe 
Vögel gehören zu den primär reflexgeleiteten Tieren. Dieses beruht auf ihrer 
evolutionären Entwicklungsstufe (KORBEL 1992). 
Die Schmerzempfindung der Vögel ist nicht mit der des Menschen vergleichbar. Bis 
auf einige empfindliche Körperpartien ist an den meisten Stellen die Toleranzgrenze 
für schmerzhafte Stimuli erstaunlich hoch. Als schmerzempfindliche Regionen gelten 
der Großteil des Kopfes, insbesondere Schnabel, Mundhöhle, Augen und Ohren, die 
geschuppten Beinpartien, besonders die Zehen, die Gelenke der Flügel und das 
Abdomen (ARNALL 1964). 
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BARKE (1971) erstellte bei Hühnern eine Übersicht der Abfolge der Verluste von 
Reflexen unter Narkose. Hierbei entspricht das Stadium IV in seiner Tabelle dem 
chirurgischen Toleranzstadium, die anderen Stadien beschreibt er nicht weiter: 
 
Tab. III: Verlust der Reflexe des Huhnes unter Narkose nach BARKE (1971) 
Stadium I II III IV V VI 
Augenlidvorfall //+ +++ +++ +++ +++ +++ 
Muskeltonus --/ //+ +++ +++ +++ +++ 
Stehvermögen --- -// /++ +++ +++ +++ 
Seitenlage --- --- //+ +++ +++ +++ 
Zehenreflex --- --- --- /// +++ +++ 
Kornealreflex --- --- --- --- --- //+ 
 
--/ beginnende Veränderung, 
-// deutliche Veränderung, 
/// ausgeprägte Veränderung 
//+ beginnendes Erlöschen, 
/++ unvollkommenes Erlöschen, 
+++ vollständiger Schwund 
 
KORBEL (2003) zieht zum Monitoring während der Anästhesie zwölf Reflexe heran. 
Er verwendet dieses Reflexschema gleichermaßen bei allen Vogelarten, ohne dabei 
speziell auf die Ordnung der Greifvögel näher einzugehen. 
Literaturübersicht 
 13
Tab. IV: Reflexschema mit Punktescore zur Beurteilung der Narkosetiefe (KORBEL 2003) 
Reflexstatus Auslösung und Bewertung von Reflexen 
1. Lidschluss  
0 = Lidspalte geschlossen 
1 = Lidspalte halb geöffnet 
2 = Lidspalte geöffnet 
Beurteilt wird der Zustand der Lidspalte. Mit 
zunehmender Narkosetiefe wird von einem Schluss der 
Lidspalte ausgegangen. 
2. Palpebralreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Auslösbar; mit Lidbewegung 
2 = Auslösbar; mit Kopfbewegung 
Die Reflexauslösung erfolgt mit einem angefeuchteten 
Wattetupfer durch Berühren des Lidrandes im medialen 
Augenwinkel. 
3. Pupillenöffnung   
0 = Mydriasis 
1 = Pupillenöffnung 50 - 75 % 
2 = Miosis 
Beurteilt wird die relative Öffnung der Pupille. Mit 
zunehmender Narkosetiefe wird eine größere 
Pupillenöffnung erwartet. 
4. Pupillarreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Reflex verzögert 
2 = Reflex physiologisch 
Beurteilt werden die Geschwindigkeit und das Ausmaß 
der Pupillenreaktion nach Beleuchten des Auges 
(Diaskleralkegel, Distanz 0,5cm). 
5. Kornealreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Verzögert auslösbar; 
langsames, unvollständiges 
Vorziehen der Nickhaut 
2 = Verzögert auslösbar; 
langsames, vollständiges 
Vorziehen der Nickhaut 
3 = Reflex physiologisch 
Die geschlossene Lidspalte wird geöffnet. Beurteilt wird 
die Reaktion der Nickhaut nach dezentraler Berührung 
der Hornhaut mit einem angefeuchteten, sterilen Tupfer. 
Für die Gewichtung des Reflexes sind die 




Forts. Tab. IV: Reflexschema mit Punktescore zur Beurteilung der Narkosetiefe (KORBEL 2003)  
Reflexstatus Auslösung und Bewertung von Reflexen 
6. Kopflage  
0 = Schlaff herabhängend 
1 = Leichtes Anheben 
2 = Deutliches Anheben 
Beurteilt wird die Tiefensensibilität durch die Lage des 
herabhängenden Kopfes ohne Einwirken eines speziellen 
Stimulus. 
7. Nackentonus  
0 = Nicht vorhanden 
1 = Vorhanden 
Beurteilung der Tiefensensibilität anhand des Muskeltonus 
durch vorsichtiges Bewegen des Kopfes. Bei völliger 
Erschlaffung kein Widerstand. 
8. Beintonus  
0 = Nicht vorhanden 
1 = Geringer Tonus 
2 = Kontraktion 
3 = Kontraktion und 
Abwehrbewegung 
Beurteilt wird die Tiefensensibilität anhand des 
Muskeltonus und der Reaktionen nach passiver Streckung 
der Gliedmaße (aktives Zurückziehen des Ständers), 
Maximalreaktionen durch zusätzliche Abwehrbewegungen 
(Flügelschlagen) gekennzeichnet. 
9. Pektoralisreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Geringe Flügelbewegungen 
2 = Anziehen einzelner 
Körperteile, Kopfbewegungen, 
ggf. Öffnung der Lider 
3 = Massive 
Abwehrbewegungen 
Beurteilt werden Reaktionen nach Kneifen der Haut 
zwischen den Ossa pubis. Geringgradige Reaktionen sind 
durch Flügelzittern gekennzeichnet, stärkere Reaktionen 
durch uneinheitliche Bewegung verschiedener Körperteile, 
ggf. Öffnung der Lidspalte, Maximalreaktion mit 
Flügelschlagen, Kopf- und Beinbewegung. 
10. Propatagiumreflex  
0 = Spannhautreflex erloschen 
1 = Geringe Flügelbewegungen 
2 = Anziehen von Extremitäten, 
Lidöffnung 
3 = Massive Abwehrbewegungen 
Beurteilt werden Reaktionen nach Kneifen der 
Flügelspannhaut. Beurteilungskriterien s.o. 
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Forts. Tab. IV: Reflexschema mit Punktescore zur Beurteilung der Narkosetiefe (KORBEL 2003)  
Reflexstatus Auslösung und Bewertung von Reflexen 
11. Interphalangealreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Geringes Anziehen der Beine 
2 = Deutliches Anziehen der Beine, Lidöffnung 
3 = Massive Abwehrbewegungen 
Beurteilt werden Reaktionen nach Kneifen 
der Zwischenzehenhaut. 
Beurteilungskriterien s.o. 
12. Kloakalreflex  
0 = Reflex erloschen 
1 = Kontraktion des Sphinkters, ggr. Anziehen 
der Beine. 
2 = Anziehen einzelner Körperteile, 
Kopfbewegungen, ggf. Öffnung der Lider 
3 = Massive Abwehrbewegungen 
Beurteilt werden Reaktionen nach Kneifen 
der perikloakalen Haut. 
Beurteilungskriterien s.o. 
 
Tab. V: Anzustrebende Reflexsumme bei Vögeln im Toleranzstadium (KORBEL 2003) 
Parameter Bewertung Angestrebter Status 
1. Lidschluss 0 bis 2 Punkte 0 Punkte 
2. Palpebralreflex 0 bis 2 Punkte 0 Punkte 
3. Pupillenöffnung 0 bis 2 Punkte 1 Punkt 
4. Pupillarreflex 0 bis 2 Punkte 0 Punkte 
5. Kornealreflex 0 bis 3 Punkte 2 Punkte 
6. Kopflage 0 bis 2 Punkte 0 Punkte 
7. Nackentonus 0 bis 1 Punkte 0 Punkte 
8. Beintonus 0 bis 3 Punkte 0 Punkte 
9. Pektoralisreflex 0 bis 3 Punkte 0 Punkte 
10. Propatagiumreflex 0 bis 3 Punkte 0 Punkte 
11. Interphalangealreflex 0 bis 3 Punkte 0 Punkte 
12. Kloakalreflex 0 bis 3 Punkte 0 Punkte 
REFLEXSUMME 0 bis 29 Punkte 3 Punkte 
 
COLES (1997) und HAIGH (1980) beschreiben den Interphalangealreflex gerade bei 
Greifvögeln als variabel und somit unzuverlässig. 
Der Ausfall des Kornealreflexes deutet auf eine zu tiefe Narkose hin (COLES 1997, 




Die physiologische Körperinnentemperatur von Falken liegt zwischen 41 und 42 °C 
(MOSHER u. CLAYTON 1978). Unter Narkose darf der Greifvogel nicht unterkühlt 
werden. ISENBÜGEL und RÜBEL (1987) zufolge sollte seine Körperinnentemperatur 
während der Narkose zwischen 32 bis 35°C gehalten werden. LUDDERS und 
MATTHEWS (1996) hingegen empfehlen die Abweichung von der physiologischen 
Körperinnentemperatur so gering wie möglich zu halten. Sie werten Hypothermie als 
häufigstes Problem während der Anästhesie, da durch eine stärkere Empfindlichkeit 
gegenüber dem Anästhetikum schon eine geringe Menge zu einer Instabilität der 
Herzaktivität führen kann und durch eine verzögerte Metabolisierung die 
Aufwachphase deutlich verlängert wird. 
ARNALL (1964) führt die Tendenz der Vögel, intraoperativ unter einem hypothermen 
Kollaps zu leiden, auf ihre exotherme Abstammung zurück. Mehrere verschiedene 
Faktoren führen während einer Operation zum Verlust von Körperwärme. Diesem ist 
am günstigsten mit einer konstanten Temperatur im Operationsraum 
entgegenzuwirken. LUDDERS und MATTHEWS (1996) empfehlen Kissen mit einem 
Warmwasser-Kreislauf, weisen aber gleichzeitig darauf hin, dass Heizkissen und 
andere, ähnliche Vorrichtungen schnell zu einer Hyperthermie des Patienten führen 
können (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
 
2.4.4 Herzfrequenz 
Die Herzfrequenz von Vögeln nimmt mit abnehmender Körpermasse zu. Eine grobe 
Einschätzung erlaubt die unten aufgeführte Formel von BEZZEL und PRINZINGER 
(1990): 
fH= 870 * KM-0,26 
Sie liegt damit deutlich niedriger als die der Säuger, für welche die Formel 
fH= 1335 * KM-0,25 
lautet. Diese Beobachtung machte auch schon CALDER (1968), ohne dass die Autoren 
dieses Phänomen begründen. 
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Zu berücksichtigen ist, dass die Herzfrequenz im Flug mit der Flügelschlagfrequenz 
gekoppelt sein kann, wobei die Brustmuskulatur vermutlich den venösen Rückstrom 
zum Herzen unterstützt (BEZZEL u. PRINZINGER 1990). 
BONATH (1972) ermittelte ohne Berücksichtigung der Körpermasse die Herzfrequenz 
bei Mäusebussarden unter Halothannarkose mit 378 ± 24 Schlägen pro Minute. Er 
liegt damit deutlich über den Werten PADDLEFORDS (1986), welcher die Herzfrequenz 
bei Greifvögeln unter Anästhesie mit 80 bis 140 Schlägen pro Minute angibt, ohne 
jedoch die Greifvogelart oder Anästhesieform zu beschreiben. 
 
2.4.5 Elektrokardiographie 
Die bipolare sowie die Extremitätenableitung bieten sich zum Aufzeichnen und 
Überwachen eines Vogel-EKGs an (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Laut FITZGERALD und BLAIS (1993) sind subkutan platzierte Nadeln aus einer Silber-
Platin-Legierung weniger traumatisch für den Vogelpatienten als Krokodilklemmen. 
Diese Meinung wird auch von LUDDERS und MATTHEWS (1996) sowie LUMEIJ und 
RITCHIE (1994) vertreten. 
EDJTEHADI et al. (1977) verwendeten für die erfolgreiche Aufzeichnung des EKGs von 
Mäusebussarden eine Einstellung von 1 mV = 1 cm und einen Papiervorschub von 50 
mm/s. 
Die erste Ableitung ist bei Vögeln mehr oder weniger isoelektrisch. Ableitung II eignet 
sich daher besser, um die De- und Repolarisationsvorgänge im Herzen aufzuzeichnen: 
Die P-Welle spiegelt die Depolarisation der Atrien wieder. 
Am Anfang des PR-Segmentes (Ende der P-Welle bis zum Beginn der R-Welle), 
welches durch die Verzögerung der Reizleitung am Atrioventrikularknoten entsteht, 
findet man auf dem EKG oft einen negativen Ausschlag. Dieser entsteht durch die 
atriale Repolarisation und wird gelegentlich auch als Ta-Welle bezeichnet. Sie ist bei 
Tauben und einigen Hühnervögeln ein geläufiges Phänomen. 
Im QRS-Komplex, der die Depolarisation der Ventrikel darstellt, zeigen sich die Q- 
und S-Welle im Gegensatz zur R-Welle als negative Ausschläge. 
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Das ST-Segment (Ende der S-Welle bis zum Beginn der T-Welle) und die T-Welle 
beschreiben schließlich die Repolarisation der Ventrikel, wobei das ST-Segment nicht 
deutlich darstellbar ("ST-Verschliff") oder oberhalb der Grundlinie verlaufen kann. 
Der Grund hierfür bleibt bei Vögeln unbekannt. Die T-Welle ist im normalen Vogel-
EKG dem Hauptvektor des Depolarisationskomplexes (QRS) entgegengesetzt und 
stellt sich in der Ableitung II immer als positiver Ausschlag dar (LUMEIJ u. RITCHIE 
1994). 
Zu beachten ist bei Auswertungen von Elektrokardiogrammen der direkte 
pharmakologische Effekt der Anästhetika. So können beispielsweise Halothan oder 
Xylazin eine Senkung der Herzfrequenz und durch einen AV-Block ersten Grades ein 
verlängertes PR-Segment (LUMEIJ u. RITCHIE 1994) bewirken. 
 
Tab. VI: Dauer der einzelnen Segmente und Intervalle des EKGs beim 
Mäusebussard nach EDJTEHADI et al. (1977) 
Abschnitt Dauer [ms] Standardabweichung [ms] 
P-Welle 36,3  ± 12 
PR-Segment 59,2  ± 8,6 
QRS-Komplex 49,9  ± 4,3 
QT-Intervall 105  ± 5,7 
RR-Intervall 169  ± 13 
 
2.4.6 Blutdruck 
Bei größeren Vögeln kann der systolische Blutdruck durch eine indirekte Methodik 
ermittelt werden, bei der ein Ultraschall-Doppler Gerät verwendet wird. Die 
Körpermasse des Patienten sollte zu diesem Zweck über 4 kg KM liegen (KOLLIAS 
1982, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Der mittlere Bereich des systolischen Blutdruckes liegt bei Vögeln zwischen 120 und 
160 mmHg und damit deutlich über dem der Säuger (BEZZEL u. PRINZINGER 1990). 
Die direkte Messung bedingt ein invasives Vorgehen und kommt daher meistens nur 
in der Forschung zur Geltung (FITZGERALD u. BLAIS 1993). 




Tab. VII: Blutdruck des Mäusebussards (BONATH 1972) 
 Systolisch [mmHg] Diastolisch [mmHg] Mittel [mmHg] 
Mäusebussard 1 136 ± 6 108 ± 14 128 ± 7 
Mäusebussard 2 146 ± 6 128 ± 8 142 ± 4 
 
2.4.7 Atemfrequenz und Atemvolumen 
Anästhetika wirken im Allgemeinen depressiv auf das Atemzentrum, weshalb der 
Überwachung der Atmung unter Narkose eine besondere Bedeutung zukommt 
(FITZGERALD u. BLAIS 1993).  
Die Atmung kann sowohl durch Beobachtung als auch durch Palpation des 
Brustkorbes beurteilt werden. Des Weiteren haben sich durchsichtige Abdecktücher 
und die Beobachtung des Schwanzwippens bewährt (ISENBÜGEL u. RÜBEL 1987). 
Gemäß Beobachtungen von ARNALL (1964) sinkt die Atemfrequenz gegen Ende der 
Induktion. Während bei noch gut erhaltenen Reflexen die Atemfrequenz im oberen 
Referenzbereich liegt, ist sie im Stadium der gedämpften Reflexe im unteren 
Referenzbereich und in der Toleranz subnormal. Es muss jedoch gleichzeitig der Tiefe 
und Gleichmäßigkeit der Atmung größte Aufmerksamkeit geschenkt werden 
(GYLSTORFF u. GRIMM 1998). 
Kapnometrie ist eine Technik, welche in der Human- und Kleintiermedizin verwendet 
wird, um das endexspiratorische CO2 zu messen. Durch die direkte Relation des 
endexspiratorischen CO2 zum paCO2 ist die Erfassung dieses Wertes durchaus von 
klinischer Relevanz und spiegelt den pulmonalen Gasaustausch wieder (COLES 1997). 
Laut SCHMIDT-NIELSEN (1984) lassen sich Atemfrequenz, Atemzugvolumen und 
Atemminutenvolumen der Vögel mittels folgenden Gleichungen errechnen: 
Atemfrequenz:  fA = 17,2*kg KM-031 (16,25-20,88) 
Atemzugvolumen:   Vi = 13,2*kg KM1,08 (6,72-16,07) 
Atemminutenvolumen: Vm = 284*kg KM0,77 (175,45-326,80) 
Literaturübersicht 
 20
CALDER (1968) ermittelte artspezifische Unterschiede in der Atemfrequenz, teilte aber 
die große Klasse der Vögel nur in sperlingsartige und nicht-sperlingsartige Vögel. 
Gemäß seiner Formel: 
fA= 146*g KM-031 
für nicht-sperlingsartige Vögel ist die Atemfrequenz fast identisch mit der gemäß 
SCHMIDT-NIELSENS empirischer Formel ermittelten. 
Die Atemfrequenz des Mäusebussards liegt unter Halothannarkose bei 40 ± 11 Zügen 
pro Minute (BONATH 1972), wobei keine Angaben zur Körpermasse der Tiere gemacht 
werden. Laut PADDLEFORD (1986) senkt sich die Atemfrequenz von Greifvögeln unter 
Anästhesie, in Abhängigkeit von der Größe des Tieres, sogar noch weiter auf 10 bis 16 
Züge pro Minute. Er geht jedoch nicht näher auf die Anästhesieform ein. 
 
2.4.8 Periphere Sauerstoffsättigung 
Die Messung der peripheren Sauerstoffsättigung und der Blutgase erlaubt eine 
akkurate Einschätzung der Wirkung eines Anästhetikums auf Kreislauf und Atmung 
(FITZGERALD u. BLAIS 1993). 
Mittels Pulsoxymetrie kann die periphere Sauerstoffsättigung neben der Pulsfrequenz 
über Photometrie ermittelt werden. Durch die Pulsation im arteriellen Gefäßbett ergibt 
sich eine messbare Veränderung im Lichtweg. Diese Veränderung ist ebenfalls 
abhängig von der Sauerstoffsättigung des Hämoglobins (LENDL 1991). 
Beim Vogel werden hierzu die lichtemmitierenden und -empfangenden Sensoren am 
Unterschenkel im Bereich des Musculus gastrocnemius mittels einer speziellen 
Klammer befestigt (KORBEL et al. 1997). 
Die so festgestellte arterielle Sauerstoffsättigung sollte deutlich über 85 % betragen. 
Werte von unter 80 % betrachtet COLES (1997) bereits als lebensbedrohlich. 
 
2.4.9 Säure- / Basenhaushalt und Blutgase 
Der Kohlendioxid-Partialdruck ist durch den unidirektionalen Luftstrom in der Lunge 
um etwa 30 % niedriger als beim Säuger, weshalb Vögel auch deutlich empfindlicher 
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auf Hyperkapnie reagieren (COLES 1997). Aufregung, welche zur Hyperventilation 
führt, kann eine schnelle Erhöhung des pO2 und Erniedrigung des pCO2 mit sich 
bringen (KOLLIAS u. MCLEISH 1978). Daher sollte bei invasivem Vorgehen zur 
Blutentnahme das Behältnis für das zu untersuchende Blut möglichst zügig gefüllt 
werden. 
DAWSON und WHITTOW (2000) geben den arteriellen Sauerstoff– und Kohlendioxid-
Partialdruck für die gesamte Klasse der Vögel mit paO2 = 27,1 mmHg und paCO2 = 
7,51 mmHg an. 
Die in einer Studie an zehn Rotschwanzbussarden von KOLLIAS und MCLEISH (1978) 
ermittelten physiologischen Werte sind in der folgenden Tabelle aufgeführt, wobei die 
Autoren selbst die hohen Werte auf eine aufregungsbedingte Hyperventilation 
zurückführen. 
 
Tab. VIII: Physiologische Werte für Säure-/Basenhaushalt und Blutgase bei 
Rotschwanzbussarden nach KOLLIAS und MCLEISH (1978) 
Blutparameter Wert 
paO2 108,0 ± 6,9 mmHg 
paCO2 27,0 ± 3,4 mmHg 
pH 7,489 ± 0,049 




2.5 Überblick zur Sedation und Immobilisation der Greifvögel 
2.5.1 Applikationsformen 
Die Applikation des Narkotikums erfolgt bei Vögeln oral, per inhalationem, 
intramuskulär, intraossär oder intravenös. Um bei intramuskulären Injektionen mit 
hoher Sicherheit intravasale Injektionen auszuschließen, sollte die Injektion in den 
Musculus pectoralis mit einer längeren, dünnen Kanüle, kraniodorsal gerichtet, 
unmittelbar parallel zur Crista sterni am Übergang des mittleren in das kaudale Drittel 
erfolgen (POHLMEYER u.WIßDORF 1976). 
Eine Injektion in die Muskulatur der Hintergliedmaßen sollte bei Vögeln, welche hohe 
Flugleistung erbringen müssen, in Betracht gezogen werden. Die Sorge, dass das 
Medikament durch das Nieren-Pfortadersystem zu schnell verstoffwechselt würde, ist 
bei einer antibiotischen Abdeckung von Relevanz, nicht jedoch bei einer Anästhesie, 
da jederzeit nachdosiert werden kann (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Die intraossäre Applikation von Medikamenten erfolgt in erster Linie in das distale 
Ende der Ulna. Der proximale Tibiotarsus kann jedoch ebenso verwendet werden 
(RITCHIE et al. 1990). Hierfür werden Nadeln mit einem Durchmesser von 0,7-1,2 mm 
für Vögel mit einer Körpermasse von 500g und mehr verwendet, während bei 
kleineren Vögeln und Neonaten Nadeln mit einem Durchmesser von 0,3-0,5mm 
verwendet werden (RITCHIE et al. 1990). Bei Tauben erreicht über einen intraossären 
Katheter injizierte Flüssigkeit bereits nach 30 Sekunden den Blutkreislauf und eine 
Flüssigkeitsmenge von 20ml/kg/h kann infundiert werden (LAMBERSKI 1992).  
Vergleichbare Untersuchungen beim Greifvogel liegen nicht vor. 
Die Flügelvene oder Vena ulnaris ist laut HERNÁNDEZ (1991) der geeigneteste Zugang 
zum Blutkreislauf. Sie befindet sich an der Unterseite des Flügels direkt unter der Haut 
und kreuzt von ventral das Ellbogengelenk. Zur besseren Darstellung der Vene 
können die Federn in diesem Bereich mit Alkohol angefeuchtet werden. Durch 
korrektes Halten des Tieres, Druck auf die Einstichstelle nach Entfernen der Nadel 




Bei der Punktion der Jugularvene hält HERNÁNDEZ (1991) Befeuchten zur Darstellung 
der Vene wegen der geringen Federdichte in diesem Bereich nicht für nötig. Im 
Allgemeinen ist die rechte Jugularvene stärker ausgebildet und dementsprechend 
leichter darzustellen (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
CLIPSHAM (1991) erwähnt noch zusätzlich die Injektion in die Tarsalvene als 
Möglichkeit, doch ist diese deutlich schwerer zu lokalisieren, kollabiert leichter und es 
kommt häufiger zu Nachblutungen. 
 
2.5.2 Prämedikation 
Die Prämedikation mit Atropin kann bei Verwendung von Phenzyklidinderivaten 
wegen der hervorgerufenen Minderung des Speichelflusses günstig erscheinen (OTTO 
et al. 1989). Die routinemäßige Anwendung von Atropin ist jedoch in der 
Vogelmedizin nicht indiziert (COLES 1997, HEARD 1997, HEIDENREICH 1978). Dieses 
beruht darauf, dass dieses Medikament, möglicherweise durch eine Inhibition der 
Kohlendioxid-Rezeptoren, eine Atemdepression bewirkt (COLES 1997), und sogar 
zum Tode des Patienten führen kann (HEIDENREICH 1978). 
 
2.5.3 Hypnotika und Sedativa 
2.5.3.1 Barbiturate 
Pentobarbital kann anders als beim Säuger subkutan, intramuskulär, intraperitoneal 
oder intravenös mit einer Dosierung von 40 mg/kg KM verabreicht werden und hat 
eine Einleitzeit von ein bis fünf Minuten, beziehungsweise fünf bis dreißig Minuten, 
wenn subkutan verabreicht (ARNALL 1961). 
Bei intravenöser Gabe von Pentobarbital empfehlen LUDDERS und MATTHEWS (1996) 
eine Dosierung von 25-30 mg/kg KM, wobei die Hälfte als initialer Bolus und die 
verbleibende Menge über mehrere Minuten hinweg bis zum gewünschten 
Sedationsstadium, welches mehrere Stunden erhalten bleibt, verabreicht werden 
sollte. Barbiturate haben beim Vogel eine hervorragende sedative und 
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muskelrelaxierende Wirkung und es treten selten pränarkotische Exzitationen auf. 
Dennoch kommt es häufig zu postnarkotischen Exzitationen (TROMMER 1978). 
Nachteilig ist die durch Barbiturate verursachte Atemdepression, jedoch bleibt die 
Fähigkeit erhalten, auf inspiratorische CO2-Konzentrationen angemessen zu reagieren 
(LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
 
2.5.3.2 Benzodiazepine 
Einem Vogel, bei dem zu befürchten ist, dass der Stress durch Einfangen und 
Manipulation vor der Narkose zum Kreislaufkollaps führen könnte, ist etwa 15 min 
vor der Narkose Diazepam in einer Dosierung von 0,5 bis 1,5 mg/kg KM i.m. zu 
verabreichen (GYLSTORFF u. GRIMM 1998, ISENBÜGEL u. RÜBEL 1987). 
Midazolam ist ein stärkerer, länger wirksamer Verwandter der bei Vögeln zur 
Anwendung kommt. Obwohl es in einer Dosierung von 2 mg/kg gute Sedation 
vermittelt, dauert die Aufwachphase bei Greifvögeln mitunter mehrere Stunden 
(LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
 
2.5.3.3 Metomidat 
Dieses Imidazolderivat hat neben zentral dämpfenden und analgetischen 
Eigenschaften auch eine hypnotische Wirksamkeit. Die empfohlene Dosierung liegt 
bei 10 bis 20 mg/kg KM (GYLSTORFF u. GRIMM 1987). Neuere Medikamente auf dem 
Markt lassen in der Vogelanästhesie die Anwendung von Metomidat jedoch immer 
mehr abnehmen (COLES 1997). 
COOPER untersuchte 1970 die Wirksamkeit von Metomidat (R7315) an acht 
verschiedenen Greifvögeln. In der folgenden Tabelle steht „Hypnose“ für den Verlust 
des Stehvermögens, „Dauer“ für den Zeitraum von der Injektion bis zum Öffnen der 




Tab. IX: Erfahrungen mit Metomidat bei Greifvögeln nach COOPER (1970) 
Spezies Anzahl Dosierung 



















1 15 30 Hypnose nach 2 min 





1 11 35 Hypnose nach 3 min 





1 7 25 Hypnose nach 2 min 












Bei diesem substituierten Phenolderivat (2,6-diisopropylphenol) handelt es sich um 
ein sehr schnell wirksames, nicht kumulatives, intravenös zu verabreichendes 
Medikament (HEARD 1997). Es hat eine kurze Einleitungszeit und gute 
Muskelrelaxation. Die Dauer der Hypnose beträgt allerdings nur etwa zwei bis sieben 
Minuten und ist, vor allem nach Bolus-Injektion, durch eine deutliche 
Atemdepression gekennzeichnet (LUDDERS u. MATTHEWS 1996, PADDLEFORD 1992). 
Aufgrund der fehlenden Analgesie sollte Propofol nur in Kombination mit Analgetika 





Bei langen Operationen, welche eine entspannte Muskulatur erfordern, mag der 
Einsatz von Muskelrelaxantien angebracht erscheinen (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Atracurium ist ein nichtdepolarisierendes Muskelrelaxans mit minimalen 
Nebenwirkungen auf Herz und Kreislauf. Bei einer Dosis von 0,25 mg/kg konnten 
NICHOLSON und ILKIW (1992) beim Haushuhn eine Muskelrelaxation mit einer Dauer 
von 34,5 ± 5,8 Minuten hervorrufen. Vergleichbare Untersuchungen beim Greifvogel 




Der Alpha-Rezeptoragonist Xylazin hat zwar sedative und analgetische 
Eigenschaften, allein verabreicht verursacht er beim Vogel jedoch Erregungszustände, 
Krämpfe in der Einleitphase und eine lange Erholungszeit. Bradykardie und eine 
erhöhte Neigung zu Katecholamin-induzierten Herzarrhythmien können außerdem bis 
zum Herzstillstand führen. 
Ebenfalls bekannt ist die atemdepressive Wirkung von Xylazin (COLES 1997, LUDDERS 
u. MATTHEWS 1996). 
Bei Überdosierung von Xylazin oder um die Aufwachphase zu verkürzen, kann auf 
Alpharezeptor-Antagonisten wie Yohimbin zurückgegriffen werden. Bei einer 
Yohimbin-Dosierung von 0,1 mg/kg konnten LUDDERS und MATTHEWS (1996) bei 
Rotschwanzbussarden die Aufwachphase ohne negative Auswirkungen auf Kreislauf 
oder Atmung deutlich verkürzen. 
Von einer Antagonisierung mit Tolazolin rät PADDLEFORD (1992) ab, da der 





Es gibt wenige Studien zum Einsatz von Morphinderivaten bei Vögeln und diese 
liefern widersprüchliche Ergebnisse. So erzielte HUGHES (1990) mit Morphin eine 




Während ABEGG und SKARDA (1974) die Behauptung aufstellten, das Luftsacksystem 
der Vögel begünstige eine längere Verweildauer des Narkotikums und damit eine 
Potenzierung, zeigen spätere Studien (CHRISTENSEN et al. 1987), dass die Luftsäcke 
aufgrund ihrer geringen Durchblutung keinen nennenswerten Einfluss auf den 
Gasaustausch haben und somit hier auch keine Anreicherung von 
Inhalationsanästhetika stattfindet. 
Inhalationsanästhetika zeichnen sich durch eine kurze Einleit- und Aufwachphase aus, 
einfache Regulation der Narkosetiefe, gleichzeitige Versorgung des Kreislaufs mit 
großen Mengen an Sauerstoff und Ausscheidung des Anästhetikums, welches in den 
meisten Fällen keine Metabolisierung erfordert (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
 
2.5.6.1.1 Obsolete Inhalationsanästhetika 
Bei Chloroform, Äther, Stickoxydul, Cyclopropan und Trichlorethylen handelt es sich 
um Inhalationsanästhetika, welche wegen ihrer Verwendung in der Vergangenheit hier 
erwähnt werden sollten. Allerdings ist ihr Einsatz mit der Entwicklung neuer, in ihrer 
Handhabung sicherer und gesundheitlich unbedenklicherer Inhalations-anästhetika 
nicht mehr zu rechtfertigen. 
 
2.5.6.1.2 Halothan 




Die Einleitung ist exzitationsarm, die Toleranz laut ARNALL (1961) in etwa 45 
Sekunden erreicht. Ebenso rasch verläuft das Abfluten. 
Allerdings führt Halothan zu einer Vasodilatation im Gebiet des Nervus splanchnicus, 
zur Hypotonie und verursacht flache Atmung (GYLSTORFF u. GRIMM 1998). 
Außerdem werden oft Bradykardie und Hypothermie bei Anästhesie mit diesem 
Wirkstoff beobachtet. Halothan ist potentiell hepatotoxisch. Eine Sensibilisierung des 
Myokards gegenüber endogenen Katecholaminen, welche während der stressreichen 
Einleitungszeit ausgeschüttet werden, ist bei der Verwendung von Halothan möglich 
(FITZGERALD u. BLAIS 1993, LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
Empfohlen wird beim Vogel eine Einleitung mit einem zwei- bis dreiprozentigen 
Gasgemisch. Die Unterhaltung sollte bei 0,8 bis 1,2 % im geschlossenen System 
erfolgen (GYLSTORFF u. GRIMM 1998, PADDLEFORD 1992). 
BONATH anästhesierte 1972 einen Mäusebussard in einem Narkosekasten nach Hinz 
mit den Ausmaßen 30x25x25, in welchen er mit Hilfe eines Ballons 1,5-9 ml Halothan 
sprühte. Während der Anästhesie kam es zu einer Atemdepression, die eine 
Wiederbelebung notwendig machte. Blutdruck und Körperinnentemperatur senkten 
sich deutlich, wie der folgenden Tabelle zu entnehmen ist: 
 
Tab. X: Blutdruck und Körpertemperatur unter Halothannarkose nach BONATH (1972) 
Narkosestadium Blutdruck [mmHg] Körpertemperatur 
 Systolisch Diastolisch Mittel [°C] 
bei erhaltenen Reflexen 136 ± 6 108 ± 14 128 ± 7 41,8 
im Toleranzstadium der 
Halothan-Narkose 






Methoxyfluran hat eine Affinität zu lipidhaltigem Körpergewebe. Es bewirkt im gut 
durchbluteten ZNS rasch eine generalisierte und progressive Depression. Durch 
Hemmung des Atemzentrums wird die Atmung verlangsamt. Die Einleitung sollte mit 
3 bis 3,5 % erfolgen, die Unterhaltung bei 0,7 bis 1,5 % in einem Narkotikum-
Luftgemisch im halboffenen System (GYLSTORFF u. GRIMM 1987, PADDLEFORD 1992). 
Allerdings bewirkt Methoxyfluran auch eine kardiale Depression. Die Metaboliten von 
Methoxyfluran, Fluorid-Ionen, sind zusätzlich nephrotoxisch, was einen Einsatz 
während der Behandlung mit Aminoglykosid-Antibiotika oder bei einer vorliegenden 
Nierenerkrankung verbietet (FITZGERALD u. BLAIS 1993). 
 
2.5.6.1.4 Isofluran 
Der Methyl-Ethyl-Ether Isofluran bedingt keine toxischen Metaboliten, ist allerdings 
durch Hypotonie und eine deutliche Atemdepression gekennzeichnet (FITZGERALD u. 
BLAIS 1993). 
CLIPSHAM hält 1991 Isofluran für das Mittel der Wahl zur Immobilisation des 
Vogelpatienten. Er verwendet Dosierungen von 2 bis 3 %, betrachtet die übliche 
Einleitung bei 4 bis 5 % als zu gefährlich wegen des erhöhten Vorkommens von 
Atemstillstand. 
Laut REDIG (1987) ist auch bei wiederholter täglicher Anästhesie mit Isofluran keine 
Schädigung des Patienten zu beobachten. 
Auch andere Autoren empfehlen eine Einleitung mit 3 bis 4 %, und in einem O2:NO2 
(50:50) Gemisch im geschlossenen System die Unterhaltung bei 0,7 bis 1,5 % 
vorzunehmen (GYLSTORFF u. GRIMM 1987, PADDLEFORD 1992). 
 
2.5.6.1.5 Sevofluran 
Bei dieser Substanz handelt es sich um ein Methyl-Ethyl-Ether-Derivat. Es zeichnet 
sich durch eine niedrigere Induktions- sowie Rekonvaleszenzperiode als Isofluran aus 
und ist somit für die Narkose von schockgefährdeten Patienten besonders indiziert. 
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Die Einleitung der Narkose erfolgt mit 5-8 Vol.% Sevofluran im Trägergas, zu 
gleichen Anteilen aus Sauerstoff (O2) und Stickoxydul (N2O) bestehend, die 
Erhaltung mit 3-4 Vol. % (KORBEL 1998). 
 
2.5.6.2 Injektionsanästhetika 
Injektionsanästhetika bieten eine ganze Reihe von Vorteilen: Sie sind kostengünstig, 
einfach zu handhaben und haben im Allgemeinen eine kurze Induktionszeit. Es ist 
keine kostenintensive Apparatur zur Verabreichung oder Aufrechterhaltung der 
Anästhesie notwendig und eine Belastung des Arbeitsumfeldes kommt nicht 
zustande.  
Nachteile sind eine einfache Überdosierung unabhängig von der Applikationsform, 
die Schwierigkeit, über längere Zeit ein chirurgisches Toleranzstadium ohne erhebliche 
kardiorespiratorische Depression aufrecht zu erhalten und das Potential für verlängerte 
Aufwachphasen unter Exzitation (LUDDERS u. MATTHEWS 1996). 
 
2.5.6.2.1 Chloralhydrat 
Chloralhydrat ist in Kombination mit Pentobarbital und Magnesiumsulfat als 
Equithesin® erhältlich. Eine alleinige Gabe dieses Anästhetikums reicht nicht aus, um 
das chirurgische Toleranzstadium zu erreichen, in Kombination mit Diazepam jedoch 
können Toleranzstadien von bis zu 90 Minuten Dauer erreicht werden (LUDDERS u. 
MATTHEWS 1996). 
 
2.5.6.2.2 Dissoziative Anästhetika: Phenzyklidin und seine Derivate 
Die von dieser Gruppe von Pharmaka hervorgerufene Anästhesie wird als 
"dissoziativ" oder "kataleptoid" bezeichnet. Dissoziativ, weil CORSSEN (1969) 
feststellte, dass Derivate des Phenzyklidins im zentralen Nervensystem auf bestimmte 
Bereiche hemmend wirken (Thalamus, Kortex), auf andere jedoch erregend 
(limbisches System). Phenzyklidinderivate führen nach kurzem Wirkungseintritt zum 
Bewusstseinsverlust, zur Analgesie und Katalepsie – daher die Bezeichnung 
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kataleptoide Anästhesie. Letztere Wirkung schließt diese Wirkstoffgruppe als 
Monoanästhetika aus. 
Bei einer Narkose mit Phenzyklidinderivaten sind der Lidschluss und die 
Hautsensibilitätsreflexe nicht aussagekräftig, da die Augen geöffnet bleiben und die 
Hautsensibilität meistens noch vorhanden ist (HEIDENREICH 1978). 
Auch der Schluck-Hustenreflex soll bei der Narkose mit dissoziativen Anästhetika 
erhalten bleiben (GYLSTORFF u. GRIMM 1998). 
 
Ketamin – Das wasserlösliche Ketaminhydrochlorid wird zusammen mit Diazepam 
oder Xylazin verwendet, wobei die erste Kombination in der Praxis die vermutlich 
häufiger verwendete ist. 
GYLSTORFF und GRIMM (1987) empfehlen eine Dosierung von 20 bis 40 mg/kg KM 
nebst 0,5 bis 1-5 mg/kg KM Diazepam oder 2 bis 5 mg/kg KM Xylazin. PADDLEFORD 
(1992) empfiehlt für falkoniforme Greifvögel entweder Ketamin in einer Dosierung 
von 20 mg/kg KM oder eine kombinierte Gabe von Ketamin und Xylazin mit jeweils 
5 mg/kg KM und 1 mg/kg KM. COLES (1984) betont, dass bei der Kombination mit 
Xylazin die notwendige Dosis zwischen 10-25 mg/kg KM Ketamin schwankt, jedoch 
zum Xylazin stets ein Volumenverhältnis von 5:1 bestehen sollte. 
Laut REDIG (1987) ist auch bei wiederholter täglicher Anästhesie mit der Kombination 
von Ketamin und Xylazin keine Schädigung des Patienten zu beobachten. 
Allerdings halten SCOPE und KORBEL (1998) Ketamin aufgrund einer unzureichenden 
analgetischen Wirkung bei Vögeln nur zur Durchführung schmerzfreier Eingriffe für 
geeignet. 
Die Kombination von Ketamin mit Diazepam und/oder Xylazin ist daher wegen der 
unzureichenden Muskelrelaxation und schlechten Analgesie bei alleiniger Gabe 
empfehlenswert (PADDLEFORD 1992, SCOPE u. KORBEL1998). 
Außerdem wurde von HEIDENREICH (1978) beobachtet, dass es bei einer Narkose mit 
Ketamin in einer Dosierung von 30 mg/kg KM zu vermehrtem Speichelfluss kommt, 
bei Habichten, Sperbern und Bussarden sogar gelegentlich zum Erbrechen. 
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Die Geräuschempfindlichkeit in der Aufwachphase, die mit Exzitation einhergeht 
(HEIDENREICH 1978), ist ein weiterer Nachteil dieses Medikamentes. 
SCROLLAVEZZA et al. (1995) untersuchten an 45 Greifvögeln die Kombination von 
Ketamin mit Medetomidin sowie dessen Antagonist Atipamazol. Sie verabreichten 4-
10 mg/kg KM Ketamin gemeinsam mit 0,1-0,35 mg/kg KM Medetomidin 
intramuskulär. Das chirurgische Toleranzstadium wurde in allen Fällen erreicht, eine 
vollständige Antagonisierung erfolgte mit Atipamazol in der gleichen Dosierung wie 
Medetomidin. 
 










11 Ketamin: 20-39,6 
Diazepam: 0,74-2,0 




3 Ketamin: 43,5-51,8 
Diazepam: 0,72-1,45 




3 Ketamin: 30,0-32,8 
Diazepam: 1,0-1,25 




1 Ketamin: 35 
Diazepam: 0,71 




1 Ketamin: 35 
Diazepam: 2,17 




4 Ketamin: 15,9-30,0 
Diazepam: 1,0-1,5 




2 Ketamin: 17,0-18,7 
Diazepam: 1,1-1,25 




2 Ketamin: 8,9-10,0 
Diazepam: 0,74-1,0 




1 Ketamin: 22,5 
Diazepam: 1,0 




3 Ketamin: 30 
Diazepam: 1,2 




2 Ketamin: 20 
Diazepam: 1,2 





Tiletamin – Tiletamin ist in seiner Wirksamkeit zwischen dem Ausgangsstoff 
Phenzyklidin und dessen Derivat Ketamin einzustufen, von denen ersteres etwa die 
doppelte Wirksamkeit wie die des Tiletaminhydrochlorids aufweist, letzteres nur die 
halbe bis gedrittelte (BECK 1972). 
Nur die Kombination mit dem Benzodiazepin Zolazepam (CI-716) in gleicher 
Konzentration ließ Tiletamin auf dem Markt Erfolge verzeichnen (Telazol®, Tilest®, 
Zoletil®).  
Die Kombination der beiden Medikamente zeigt verminderte Nebenwirkungen, 
verbesserte Muskelrelaxation und exzitationsärmere Aufwachphasen (BECK 1972). 
 


























1 13,2-22,0 k.A. k.A. SCHOBERT 
(1987) 
Amerikanischer Uhu  
(Bubo virginianus) 



















1 8,8-30,2 k.A. k.A. SCHOBERT 
(1987) 
 
KREEGER et al. (1993) verwendeten eine Lösung der Konzentration 50 mg/ml, 
SCHOBERT (1987) arbeitete mit einer Lösung von 100 mg/ml. Hierbei ist zu beachten, 
dass die Dosierungsangaben sich auf das Wirkstoffgemisch beziehen, von dem nur 
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die Hälfte Tiletamin ist, die andere Zolazepam. Die Verabreichung erfolgte bei beiden 
intramuskulär.  
KREEGER et al. (1993) zählten zwar bei der Untersuchung die Atemzüge, jedoch 
wurden in dieser Untersuchung keine weiteren Atemparameter bestimmt. 
Die geringe Erhöhung der Herzfrequenz des Amerikanischen Uhu bei einer 
Dosierungserhöhung von 10 mg/kg gegenüber 5 mg/kg hängt vermutlich mit dem 
positiv chronotropen Effekt des Tiletamins zusammen. 
KREEGER et al. (1993) beobachteten bei der Verabreichung dieses Narkotikums eine 
ausgeprägte Salivation; es bestand die Gefahr der Aspiration. Aufgrund der bereits 
erhöhten Herzfrequenz wurde jedoch nicht mit Atropin antagonisiert.  
 
2.5.6.2.3 Alphaxalon/Alphadolon 
Die narkotische Wirkung von Steroidhormonen hatte 1941 Selye bei Ratten nach 
Gabe hoher Dosierungen bereits beobachtet (FREY u. LÖSCHER 2002). Nur etwa zehn 
Jahre später entwickelten Laubach, P’An und Rudel das sich durch eine gute 
narkotische Wirksamkeit mit großer therapeutischer Breite auszeichnende 
Steroidnarkotikum Hydroxydion-Natrium. Es weist nur geringe kardiogene 
Nebenwirkungen auf, hat jedoch gefäßschädigende Eigenschaften und ist daher nur 
bedingt einsetzbar (FREY u. LÖSCHER 2002). Auf der Suche nach einem gut 
verträglichen sowie potenten Steroidnarkotikum, wurde 1971 Alphaxalon entwickelt, 
welches in Abhängigkeit von der Dosierung auch zentral stimulierend wirken kann 
(FREY u. LÖSCHER 2002).  
Das Kombinationspräparat Saffan® (CT 1341) wird von dem Hersteller Schering-
Plough®, Großbritannien, vertrieben. 
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Abb. I: Strukturformeln von Alphaxalon und Alphadolon 
Alphaxalon Alphadolonacetat  
 
Saffan®, ehemals Althesin®, enthält 9 mg Alphaxalon (3a-Hydroxy-5a-pregnan-11,20-
dion) und 3 mg Alphadolon (21-Acetoxy-3a-hydroxy-5a-pregnan-11,20-dion) pro 
Milliliter. Das klare Kombinationspräparat ist von einer leicht viskösen Konsistenz. 
Alphadolon besitzt lediglich etwa 50 % der hypnotischen Wirksamkeit des 
Alphaxalons, wird jedoch zugesetzt um die Löslichkeit des Alphaxalons in dem 
Lösungsvermittler Cremophor EL zu gewährleisten (SONNTAG 1997). 
Saffan® erreicht nach intravenöser Injektion ähnliche Gewebeverteilungen wie andere 
Steroide, zum Beispiel Progesteron oder Pregnenolon (CARD et al. 1972). CARD et al. 
(1972) injizierten Ratten radioaktiv markiertes Alphaxalon und Alphadolon intravenös 
und untersuchten die Verteilung im Gewebe. Innerhalb kurzer Zeit erfolgte die 
Verteilung in annähernd alle Gewebe der Versuchstiere. Bereits eine Minute post 
injektionem konnten Alphaxalon und Alphadolon im Zentralen Nervensystem 
nachgewiesen werden. Die Konzentration in der grauen Substanz war anfangs höher 
als in der weißen Substanz. In den nächsten zehn Minuten kehrte sich dieses 
Verhältnis um. Selektive Anreicherungen in einzelnen Arealen von Kortex oder 
Zerebellum konnten nicht nachgewiesen werden. Alphaxalon und Alphadolon werden 
an Plasmaproteine gebunden (CHILD et al. 1972) und können so die Blut-Hirn-
Schranke gut passieren, wodurch der schnelle Wirkungseintritt sowie die ebenso 
schnelle Elimination aus dem ZNS erklärt werden (FREY u. LÖSCHER 2002). Die 
höchste in einem Organ gemessene Konzentration wurde in der Leber nach drei 
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Minuten erreicht. Nach weiteren drei Minuten konnten Alphaxalon und Alphadolon 
in den Gallengängen und dem Duodenum nachgewiesen werden. Eine Anreicherung 
im Fettgewebe wurde nicht beobachtet (FREY u. LÖSCHER 2002, STRUNIN et al. 1974).  
Beide Wirkstoffe werden aber auch, wie die Studie belegt, renal ausgeschieden. Etwa 
eine Stunde nach der Injektion des Kombinationspräparates waren beide Wirkstoffe 
bis auf geringe Mengen aus den Körpern der Ratten eliminiert. Es wird eine 
Halbwertszeit von sechs bis acht Minuten für Ratten, Mäuse sowie Affen angegeben 
(CHILD et al. 1972). 70 % der innerhalb der ersten drei Stunden abgebauten Wirkstoffe 
werden über die Leber metabolisiert (CHILD et al. 1972). Insgesamt werden etwa 60 bis 
70 % der beiden Wirkstoffe sowie ihrer Stoffwechselprodukte innerhalb von fünf 
Tagen post injektionem über die Galle ausgeschieden und weitere 20 bis 30 % werden 
über eine renale Ausscheidung eliminiert. 
Klinisch relevante östrogene, gestagene, androgene oder mineralokortikoide 
Wirkungen konnten bei der Anwendung von Saffan® nicht nachgewiesen werden 
(FREY u. LÖSCHER 2002). 
Dieses Medikament wurde bei Vögeln in erster Linie intravenös appliziert, COOPER 
und FRANK (1973) verabreichten es drei Eidechsenbussarden alternativ intramuskulär 
und intraperitoneal. Bei intramuskulärer Verabreichung wird allerdings bei 
Greifvögeln in einer Dosierung zwischen 12 und 16,5 mg/kg KM das Toleranzstadium 
nicht erreicht (CAMBURN u. STEAD 1978). 
Intravenös verabreicht kommt es nach einer kurzen Einleitungsphase zu einer etwa 
zehnminütigen Anästhesie mit guter Muskelrelaxation (COLES 1997, FORBES 1984, 
HAIGH 1980, SAMOUR et al. 1984). Die Aufwachphase ist kurz und häufig kann schon 
wenige Minuten nach Beendigung der Anästhesie Nahrungsaufnahme beobachtet 
werden (COOPER u. FRANK 1973, FORBES 1984, SAMOUR et al. 1984). 
Nach der Gabe eines initialen Bolus lässt sich, da es zu keiner Kumulation kommt, die 
Anästhesie durch Nachdosierung verlängern (COOPER 1978) und auch durch eine 
wiederholte Applikation dieses Anästhetikums können keine negativen Auswirkungen 
nachgewiesen werden (HAIGH 1980). 
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Die Körperinnentemperatur von Greifvögeln weist während der Anästhesie mit 
Alphaxalon/Alphadolon im Gegensatz zu den meisten in der Vogelmedizin üblichen 
Anästhetika keine Schwankungen auf (HAIGH 1980). 
Eine Dosierung von 6-12 mg/kg KM ist beim Vogel üblich (HAIGH 1980). COOPER 
(1978) empfiehlt für die meisten Greifvögel eine Dosis von 10 mg/kg KM i.v., obwohl 
das Anästhetikum bereits in einer Dosierung bis zu 36 mg/kg KM i.v. oder i.m. 
angewendet wurde (HARCOURT-BROWN 1978, FORBES 1984, SAMOUR et al. 1984).  
COOPER und REDIG (1975) sowie CRIBB und HAIGH (1977) stellten nach der Injektion 
von Alphaxalon/Alphadolon kardiale Unregelmäßigkeiten bei Rotschwanzbussarden 
und Wassergeflügel fest. HAIGH (1980) weist sogar eine Apnoe nach. In allen Fällen 
setzte nach 20 bis 90 Sekunden die Atmung spontan wieder ein. 
Der Bewusstseinsverlust trat bei den Greifvögeln schnell ein, die Analgesie betrug 
jedoch nie länger als fünf Minuten. In der folgenden Tabelle sind die untersuchten 
Tiere aufgeführt, wobei der Begriff "Dauer" den Zeitraum zwischen der Injektion und 
dem Wiedererlangen des Stehvermögens umfasst: 
 























1 9 i.v. 7 Sofortige 
Anästhesie 
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Forts. Tab. XIII: Alphaxalon/Alphadolon - Erfahrungen bei Greifvögeln 

























































1 46 i.m. 50 Nach 15 min. kein 
Stehvermögen 
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3 Tiere, Material und Methoden 
3.1 Versuchstiere, Haltung und Vorversuche 
3.1.1 Versuchstiere 




Sechzehn weibliche Hybride aus Gerfalken (Falco rusticolus) und Wanderfalken 
(Falco peregrinus) wurden unter weitestgehend standardisierten Bedingungen 
gehalten. Bei den Tieren handelte es sich ausschließlich um Tiere aus dem Besitz 
Seiner Hoheit Scheikh Zayed Bin Sultan Al Nahyan, Präsident der Vereinigten 
Arabischen Emirate und Emir von Abu Dhabi. 
Alle in den Versuch einbezogenen Falken waren zirka vier Jahre alt, weiblich, mit 
einer Körpermasse von 1210,0 ± 69,19 g und einer Scheitel-Steiß-Länge von 32,91 ± 
1,29 cm.  
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3.1.2 Haltung und Unterbringung 
Die Falken wurden sechs Wochen vor Beginn der Studie in einen klimatisierten 
Versuchsraum des Abu Dhabi Falcon Research Hospital verbracht um ihnen die 
Möglichkeit zu geben, sich an die Umgebung zu gewöhnen. 
Die Temperatur im Versuchsraum, der gleichzeitig auch zur Unterbringung der Tiere 
diente, schwankte zwischen 20,0 °C und 22,1 °C; die Luftfeuchte lag bei etwa 70 %. 
Die für diese Untersuchung verwendeten Vögel wurden von dem Abu Dhabi Falcon 
Research Hospital zur Verfügung gestellt.  
 




Die letzte Fütterung fand jeweils mindestens zwölf Stunden vor Erhebung der 
Referenzwerte und der Anästhesie statt, als Futter wurden ausschließlich Wachteln 
verwendet. 
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3.1.4 Gesundheitsstatus 
Die gesamten in die Untersuchungen einbezogenen Tiere unterlagen regelmäßigen 
klinischen, mikrobiologischen und parasitologischen Kontrollen und hatten sich 
bislang jeweils als klinisch unauffällig erwiesen. Diese Kontrolle wurde durch das 
Personal des Abu Dhabi Falcon Research Hospital auch bei der Einstellung der Tiere 
in den als Versuchsraum genutzten „Ward“ vorgenommen. 
Unmittelbar vor dem Studienbeginn erfolgte eine eingehendere Untersuchung jedes 
einzelnen in den Versuch einzubeziehenden Tieres: 
Einleitend wurden Körpermasse und Scheitel-Steiß-Länge ermittelt. Anschließend 
erfolgte eine eingehende klinische Untersuchung.  
Danach erfolgten Tupferprobenentnahmen aus Rachen, Kropf und Kloake für eine 
bakteriologische und mykologische Untersuchung. Ebenfalls wurde eine 
parasitologische Untersuchung anhand einer Kotprobe vorgenommen. 
Schließlich wurde noch eine Blutprobe jedes einzelnen Tieres gewonnen und eine 
blutchemische Analyse durchgeführt. Da Referenzwerte für den Ger-
/Wanderfalkenhybriden in der Literatur nicht vorhanden sind, wurden die Blutwerte 
der 16 Tiere untereinander verglichen um Abweichungen von der Norm innerhalb der 
Gruppe festzustellen.  
Bei den oben genannten Untersuchungen zeigte keines der eingestellten Tiere 
auffällige oder bedenkliche Befunde, so dass keiner der Vögel aus dem Versuch 
ausgeschlossen werden musste. 
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3.1.5 Vorversuche 
Als erste Grundlage dienten als grobe Orientierung Richtlinien von HAIGH (1980) und 
Werte, wie sie von COOPER und FRANK (1973) an verschiedenen Greifvogelarten 
geprüft wurden. 
Als weitere Grundlage für die Vorversuche dienten eigene Erfahrungen bei der 
Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie von verletzt aufgefundenen Mäusebussarden, 
welche in die Poliklinik des Institutes für Geflügelkrankheiten der Justus-Liebig-
Universität Gießen gebracht wurden. Der Verletzungsgrad dieser Tiere variierte sehr 
stark. Oberflächliche Hautverletzungen gehörten genauso häufig wie komplizierte 
Splitterfrakturen langer Röhrenknochen zu den vorgestellten Fällen. Ebenso variabel 
war die Körpermasse dieser Patienten: Es reichte von 540 g bis 883 g. 
Bei diesen Tieren erwiesen sich Dosierungen zwischen neun und zwölf mg pro kg KM 
als ausreichend, um ein mehrere Minuten anhaltendes Toleranzstadium zu erreichen 
(Tabelle XIV).  
 




[mg / kg KM] 
Ursache der Vorstellung 
Bussard 1 883 12 Ständerverletzung 
Bussard 2 825 7,5 Offene Handwurzelfraktur 
Bussard 3 540 12 Offene Humerusfraktur 
Bussard 4 697 9 Schnitt-/Risswunde 
Bussard 5 733 9 Multiple Flügelfrakturen 
Bussard 6 752 7,5 Schussverletzungen (Schrot) 
Bussard 7 700 6 Multiple Flügelfrakturen 
 
Zur Ermittlung der geeigneten Dosis zur Anästhesie von Ger-/Wanderfalkenhybriden 
wurde an drei aufeinander folgenden Tagen in sechs Vorversuchen an vier der in die 
Studie einbezogenen Falken eine schrittweise steigende Dosierung von sechs bis neun 
mg (0,1 ml ~ 1,2 mg) Alphaxalon/Alphadolon pro kg KM geprüft, wobei die Dosis 
jeweils um 1,5 mg/kg KM erhöht wurde. 
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Tab. XV: Zeitliche Anordnung der Vorversuche (Falken) 
Tag  Dosierung Falke 13 Falke 14 Falke 15 Falke 16 
1 6 mg / kg KM  X X   
2 7,5 mg / kg KM    X X 
3 9 mg / kg KM X X   
 
Direkt nach der Injektion des Anästhetikums in die Vena ulnaris wurden anhand 
wiederholter Kontrolle der elf Reflexe/Kriterien des Schemas nach KORBEL (2003) die 
Narkosetiefe, die Abgrenzbarkeit verschiedener Anästhesiestadien sowie die Qualität 
der Toleranzphase, sofern sie erreicht wurde, beurteilt. Analog zu den 
Hauptversuchen wurde hierbei auf die Überprüfung des Interphalangealreflexes 
verzichtet. 
Die in die Vorversuche einbezogenen Falken wurden später als letzte in den 
Hauptversuchen anästhesiert. Daher beginnt die Nummerierung dieser Tiere bei „13“. 
Es lagen so in den Hauptversuchen über sieben Tage zwischen den beiden 
Anästhesien und eine Verfälschung der erhobenen Daten war nicht zu befürchten. 
 
3.2 Versuchsaufbau 
Es wurden 16 Tiere in die Untersuchung einbezogen. 
Vor Beginn der Studie wurden Scheitel-Steiß-Länge sowie Körpermasse der Tiere 
ermittelt. 
Sämtliche Versuche wurden stets unter gleichen Bedingungen und mit der gleichen 
Methodik vorgenommen, die Messwerte wurden in Bezug auf ihre Veränderungen 
miteinander verglichen. 
Die Normwerte der unten beschriebenen Parameter wurden bei allen Tieren 24 
Stunden vor der Anästhesie gemessen (0. Minute).  
Die Applikation von 6,75 mg Alphaxalon und 2,25 mg Alphadolon pro kg KM des 
Präparates Saffan® der Firma SCHERING-PLOUGH®, Großbritannien, erfolgte intravenös 
über die Vena ulnaris. Das entspricht 0,75 ml/kg KM. 
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Nach der Injektion wurden die Messungen einmal während und einmal eineinhalb 
Stunden nach Beendigung der Anästhesie vorgenommen. 
 
Abb. IV: Injektion des Narkosemittels in die Vena ulnaris. 
 
 
3.2.1 Definition der Anästhesiephasen und Reflexüberprüfung 
Die Anästhesiephasen wurden in Anlehnung an die Arbeit von KORBEL (2003) 
definiert. Jedoch wurde aufgrund der Beobachtungen von HAIGH (1980) und COLES 
(1997), dass der Interphalangealreflex bei Greifvögeln kein zuverlässiges Kriterium für 
die Narkosetiefe ist, dieser nicht in die Studie mit einbezogen. 
Die übrigen elf Reflexe/Kriterien des Schemas nach KORBEL (2003) wurden in die 
Untersuchung einbezogen und zu jedem der drei Messzeitpunkte entsprechend 
bewertet. Zur Beurteilung der Schmerzreaktion wurde eine Tuchklemme nach 
Backhaus (Fa. HAUPTNER, Solingen) verwendet, deren Spitzen abgefeilt und mit 
einem Hartgummiüberzug versehen wurden. 
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So wurde die Zeit von der Injektion des Anästhetikums bis zu dem Zeitpunkt, an 
welchem entsprechend dem angepassten Reflexschema von KORBEL (2003) eine 
Reflexsumme von drei Punkten gegeben war, als Einleitphase definiert.  
Das darauf folgende Stadium wurde, da es dem Stadium III/2 des GUEDELschen 
Narkoseschemas (1937) beim Säuger entspricht, als Toleranzstadium bezeichnet. 
Als Aufwachphase galt der Zeitraum von dem Punkt an, seit dem die Reflexsumme 
mindestens vier betrug, bis zum Wiedererlangen des präanästhetischen, also 
unauffälligen Stadiums. 
 
3.2.2 Raum- und Körperinnentemperatur 
Zur Messung der Raum- und Körperinnentemperatur wurde ein digitales 
Thermometer mit der Bezeichnung Electro-therm TC100A der Firma COOPER 
INSTRUMENT CORP. (Middlefield, Connecticut, USA) eingesetzt (Abbildung V). 
Der Fühler wurde zwei Zentimeter weit kranial in die Kloake eingeführt. Zur 
kontinuierlichen Kontrolle von Temperaturschwankungen wurde der 
Temperatursensor für den gesamten Zeitraum der Anästhesie nicht entfernt. 
 
Abb. V: Messung der Körperinnentemperatur 
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3.2.3 Elektrokardiographie 
Das EKG wurde mit einem 3-Kanal Elektrokardiographen der Firma BOSCH 
(Stuttgart-Feuerbach), Modell EKG601, aufgezeichnet. In Anlehnung an die 
Untersuchungen von EDJTEHADI et al. (1977) wurde das Gerät auf 1 cm/mV und  
50 mm/s eingestellt. 
Als Elektroden wurden Krokodilklemmen verwendet, um ein Abrutschen derselben 
bei Abwehrbewegungen des Vogels zu vermeiden. Haut und Gefieder des Vogels 
wurden zur Verbesserung der Leitfähigkeit an diesen Stellen mit medizinischem 
Alkohol benetzt. 
Bei den nicht anästhesierten Tieren wurden die Elektrokardiogramm-Normalwerte erst 
aufgezeichnet, wenn die Herzfrequenz über einen Zeitraum von einer Minute konstant 
blieb. Unter Anästhesie erfolgte eine weitere Aufzeichnung in der Toleranzphase. 
Es wurde eine bipolare Brustwandableitung durchgeführt, wobei jeweils fünf 
aufeinander folgende Komplexe ausgewertet und daraus die Mittelwerte gebildet 
wurden. Bestimmt wurden die Dauer von P-Welle, Q-Welle, R-Welle, T-Welle und 
PQ-Intervall. Die S-Welle und das ST-Intervall wurden aufgrund des bei LUMEIJ und 
RITCHIE (1994) beschriebenen “ST-Verschliffes” nicht ausgewertet.  
 
Abb. VI: Der Elektrokardiograph EKG601 der Firma Bosch 
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3.2.4 Atemparameter 
Zur Messung der Atemparameter wurde der Kopf des Vogels in eine trichterförmige 
Kunststoffmaske (Fa. EICKEMEYER, Tuttlingen) verbracht, die mit einer 
Gummimembran den vorderen Kopfbereich des Tieres von der Umgebung abgrenzte. 
So wurde der Atemstrom über das auf die Maske aufgesetzte Staurohr geleitet.  
Der Atemstrom wurde zu einem Kapnographen (Modell Datex CapnomacII) der 
Firma SOMA TECHNOLOGY (Cheshire, Connecticut, USA) geleitet. Er maß sowohl den 
inspiratorischen als auch den exspiratorischen Kohlendioxid- und Sauerstoffgehalt 
der Atemluft. 
Die Atemfrequenz wurde anhand der Atembewegungen des Vogels ermittelt. 
 
Abb. VII: Kapnographie 
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3.2.5 Periphere Sauerstoffsättigung 
Periphere Sauerstoffsättigung und Herzfrequenz wurden mit dem Pulsoxymeter 
SurgiVet V3304 (Fa. EICKEMEYER, Tuttlingen) gemessen. Sensor und Emitter wurden 
manuell am Tarsometatarsus fixiert. 
 
Abb. VIII: Pulsoxymetrie am Tarsometatarsus 
 
 
3.2.6 Blutgase und Säure-Basen Status 
Die gleiche Blutprobe, welche der Hämatokritbestimmung dient, wird von dem 
Blutgasanalysator mit der Bezeichnung Opti3 Critical Care Analyzer (AVL 
MEDIZINTECHNIK GmbH, Bad Homburg) zur Bestimmung von pH, pCO2 und pO2 
Tiere, Material und Methoden 
 49
automatisch auf 37°C temperiert, was eine Umrechnung durch das Gerät zur 
Anpassung an die Körperinnentemperatur der Falken notwendig macht. 
Das Standard-Bikarbonat errechnet sich aus den angepassten Werten für pH und 
pCO2. 




Um eine ausreichende Hydratation des Tieres sicherzustellen, sowie eine eventuelle 
Dehydration während der Narkose auszuschließen, wurde zu drei verschiedenen 
Zeitpunkten während der Studie der Hämatokrit gemessen. Hierzu wurde nach 
Desinfektion aus der Vena metatarsalis plantaris superficialis medialis gewonnenes 
Blut in einer heparinisierten Kapillare der Firma AVL MEDIZINTECHNIK GmbH (Bad 
Homburg) mit der Bezeichnung MC0020 aufgefangen und anschließend in das bereits 
genannte Blutgasanalysegerät verbracht, welches den Hämatokrit bestimmte. 
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3.2.8 Gemessene und klinisch erfasste Parameter 
Tab. XVI: Gemessene und klinisch erfasste Parameter 
Parameter Abkürzung SI-Einheit 
Anästhesieverlauf   
Einleitphase tE [min] / [s] 
Toleranzphase tT [min] / [s] 
Aufwachphase tA [min] / [s] 
Temperatur   
Körperinnentemperatur TK [°C] 
Raumtemperatur TR [°C] 
Reflexe   
1. Lidschluss R1  
2. Palpebralreflex R2  
3. Pupillenöffnung R3  
4. Pupillarreflex R4  
5. Kornealreflex R5  
6. Kopflage R6  
7. Nackentonus R7  
8. Beintonus R8  
9. Pektoralisreflex R9  
10. Propatagiumreflex R10  
11. Kloakalreflex R11  
Hämodynamik   
Herzfrequenz fH [min-1] 
Hämatokrit Hkt. [%] 
Gesamthämoglobin Hb g/dl 
EKG   
P-, PQ-, QRS-, QT-Dauer  [s] 
Atemparameter und Blutgase   
Atemfrequenz fA [min-1] 
Arterielle Sauerstoffsättigung O2-Sat. [%] 
Sauerstoffgehalt der Atemluft, inspiratorisch O2i [%] 
Sauerstoffgehalt der Atemluft, exspiratorisch O2e [%] 
Kohlendioxidgehalt der Atemluft, inspiratorisch CO2i [%] 
Kohlendioxidgehalt der Atemluft, exspiratorisch CO2e [%] 
Venöses Standard-Bikarbonat HCO3-V [mmol/l] 
Venöser Kohlendioxid-Partialdruck pvCO2 [mmHg] 
Venöser Sauerstoffpartialdruck pvO2 [mmHg] 
Säure-/Basenhaushalt   
Venöser pH-Wert pHv  
Basenüberschuss BE [mmol/l] 
Standard-Bikarbonat  [mmol/l] 
Elektrolyte   
Natrium- und Kalium-Gehalt  [mmol/l] 
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3.2.9 Statistische Auswertung 
Datenhaltung und -auswertung erfolgten auf den Rechnern im lokalen 
Rechnernetzwerk (LAN) der Arbeitsgruppe Biomathematik und Datenverarbeitung 
des Fachbereiches Veterinärmedizin der Justus-Liebig-Universität Gießen. Die 
statistischen Auswertungen wurden unter Verwendung des Statistikprogrammpakets 
BMDP/Dynamic durchgeführt. Die graphischen Abbildungen wurden auf einem 
Personal Computer mit dem Programm Excel 2002 erstellt. 
Bei der üblichen Sicherheitswahrscheinlichkeit von 95 % und einer geforderten 
Mittelwertgenauigkeit von d = ½ SD (SD bezeichnet die Standardabweichung des 
Merkmals) ergab sich nach SACHS (1992) ein erforderlicher Stichprobenumfang von 
n≈16. 
Zur Beschreibung der Daten wurden arithmetische Mittelwerte (x̄) 
Standardabweichungen (SD), Median (ME), Minima (xmin), Maxima(xmax) und 
Stichprobenumfänge (n) berechnet und tabellarisch wiedergegeben. 
Da bei den meisten Testverfahren vorausgesetzt wird, dass die Daten normalverteilt 
sind, wurde diese Voraussetzung als erstes mit dem Test nach Shapiro-Wilk geprüft. 
Zur Analyse von Messwiederholungsdesigns kann sowohl ein univariater als auch ein 
multivariater Ansatz verwendet werden. Nach MAXWELL und DELANEY (1990) fand 
der multivariate Ansatz Verwendung. 
Für den Fall, dass die Daten nicht die Voraussetzung der Normalverteilung erfüllten, 
wurden nicht-parametrische Tests verwendet. Der Test zur Analyse des zeitlichen 
Verlaufs war in diesem Fall der Friedman-Test; für die Einzelbetrachtung wurde der 
Wilcoxon-Matched-Pair-Test verwendet. 
Für die Signifikanzen wurden folgende Bezeichnungen verwendet: 
P ≤ 0,001: hoch signifikant  
P ≤ 0,01: signifikant  
P ≤ 0,05: schwach signifikant  




4.1 Ergebnisse der Vorversuche 
Bei verletzt aufgefundenen Mäusebussarden, welche in die Poliklinik des Institutes für 
Geflügelkrankheiten der Justus-Liebig-Universität Gießen gebracht wurden, hatten 
sich Dosierungen zwischen neun und zwölf mg pro kg KM als ausreichend erwiesen, 
um ein wenige Minuten anhaltendes Toleranzstadium zu erreichen, welches für die 
Versorgung kleinerer Verletzungen lang genug war. Bei diesen Tieren handelte es sich 
um eine sehr inhomogene Patientengruppe, deren Körpermasse zwischen 540 g und 
883 g lag. Die gesundheitliche Verfassung war verletzungs-, ernährungs- und 
altersbedingt von Tier zu Tier sehr unterschiedlich. Insbesondere bei einer Dosierung 
von zwölf mg/kg KM konnte nach initialer Bolus-Injektion von 
Alphaxalon/Alphadolon eine kurzfristige Apnoe beobachtet werden, wobei in allen 
Fällen nach wenigen Sekunden die regelmäßige Atmung spontan wieder einsetzte. 
Einer der Mäusebussarde erlitt unter Narkose Atem- und Herzstillstand. Bei der 
Autopsie zeigte sich als Todesursache ein schockbedingtes Nierenversagen, 
vermutlich durch das massive Trauma der multiplen Frakturen herbeigeführt. 
 




[mg / kg KM] 
Kommentar 
Bussard 1 883 12 Verlängerte Einleitphase (20 s), Toleranzphase 6 min 30 s 
Bussard 2 825 7,5 Reflexe gedämpft, keine Toleranz- Phase 
Bussard 3 540 12 Initiale Apnoe (17 s), Toleranzphase 7 min 30 s 
Bussard 4 697 9 Initiale Apnoe (8 s), Toleranzphase 4 min 
Bussard 5 733 9 Verlängerte Einleitphase (90 s) Toleranzphase 7 min 
Bussard 6 752 7,5 Reflexe gedämpft, keine Toleranz- Phase 




Bei den vier in die Vorversuche einbezogenen, klinisch gesunden Ger-
/Wanderfalkenhybriden, erwiesen sich analog zu den Beobachtungen am 
Mäusebussard Dosierungen von 6 und 7,5 mg/kg KM als nicht ausreichend zum 
Erreichen des Toleranzstadiums. In allen vier Fällen lag der Reflexscore deutlich über 
drei, dem Wert, welcher aufgrund des angepassten Narkoseschemas nach KORBEL 
(2003) als Grenzwert für das Toleranzstadium angenommen wurde. 
Eine Dosis von neun Milligramm des Alphaxalon/Alphadolon-Gemisches pro 
Kilogramm Körpermasse hingegen führte nach einer weniger als zehn Sekunden 
dauernden, exzitationslosen Einleitphase in ein mehrere Minuten anhaltendes 
Toleranzstadium, wobei im Gegensatz zur Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie beim 
Mäusebussard in keinem Fall bei den Ger-/Wanderfalkenhybriden eine Apnoe oder 
andere Komplikationen nach der intravenösen Injektion des Anästhetikums 
beobachtet wurden. Ebenso wie in der Einleitphase zeigten die Falken in der zirka eine 
halbe Stunde währenden Aufwachphase keine starke Exzitation. Lediglich in den 
letzen Minuten vor Wiedererlangung des Stehvermögens fand ein leichtes 
Flügelschlagen statt. 
 









1 6 13 – nicht erreicht – 
2 6 14 – nicht erreicht – 
3 7,5 15 – nicht erreicht – 
4 7,5 16 – nicht erreicht – 
5 9 13 <10 s 8 min 26 s 34 




4.2  Ergebnisse der Hauptversuche 
4.2.1 Dauer der Anästhesiephasen 
Die 16 in die Hauptversuche eingebundenen, klinisch gesunden Falken, mit einer 
Scheitel-Steiß-Länge von 32,97 ± 1,28 cm und einer Körpermasse von 1204,71 ± 
70,46 g, überstanden alle die Anästhesie ohne nennenswerte Komplikationen. 
Die einzelnen Anästhesiephasen wurden anhand der unter 3.2.1 beschriebenen 
Kriterien gegeneinander abgegrenzt. Die folgende Tabelle zeigt die durchschnittliche 
Dauer von Einleitphase, Toleranzphase, Aufwachphase und der Zeit bis zur 
Wiedererlangung des Stehvermögens. Bis auf ein leichtes Flattern der Flügel in der 
Aufwachphase verlief diese exzitationslos. 
 
Tab. XIX: Dauer der einzelnen Anästhesiephasen 
Parameter Einleitphase Toleranzphase Aufwachphase Stehvermögen 
 [s] [s] [s] [s] 
Tier 1 <10 600 1426 1280 
Tier 2 <10 468 2116 1720 
Tier 3 <10 493 1990 1510 
Tier 4 <10 547 2066 1293 
Tier 5 <10 527 1712 1276 
Tier 6 <10 490 1997 1596 
Tier 7 <10 523 1890 1279 
Tier 8 <10 463 1728 1469 
Tier 9 <10 408 1572 1165 
Tier 10 <10 414 1785 1411 
Tier 11 <10 593 2300 1800 
Tier 12 <10 585 2261 1547 
Tier 13 <10 520 2040 1488 
Tier 14 17 479 2100 1465 
Tier 15 <10 615 1925 2600 
Tier 16 <10 566 1874 1289 
Mittelwert <10 518,07 1923,80 1511,87 
Standardabweichung  65,94 245,58 350,00 
Median <10 523,00 1990,00 1465,00 
Minimum <10 408,00 1426,00 1165,00 






Bei allen Greifvogelhybriden wurden die Veränderungen der Reflexantworten auf 
Stimuli während des Beobachtungszeitraumes nach dem unter 3.2.1 beschriebenen 
Schema bewertet. Danach erlöschen alle Reflexe bis auf den Kornealreflex während 
der Toleranzphase vollständig. Der Kornealreflex ist nur verzögert und erlischt zu 
keinem Moment während der gesamten Narkose. 
Lediglich bei einem Vogel waren bei ansonsten unauffälligem Anästhesieverlauf noch 
der Tonus der Beinmuskulatur erhalten, sowie die Schmerzreaktionen am 
Propatagium und insbesondere der Pektoralismuskulatur nur gedämpft. 
 
























Tier 1 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 3 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 4 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 5 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 0 2 
Tier 6 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 0 2 
Tier 7 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 8 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 9 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 10 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 0 2 
Tier 11 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 12 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Tier 13 2 1 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 1 2 
Tier 14 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 0 2 
Tier 15 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 2 3 2 0 2 
Tier 16 2 0 2 2 0 2 2 0 2 2 0 2 3 1 3 2 0 2 
Median 2 0 2 2  0  2  2  0  2  2  0  2  3  1  3  2  0  2  
Minimum 2 0 2 2  0  2  2  0  2  2  0  2  3  1  3  2  0  2  
Maximum 2 1 2 2  0  2  2  0  2  2  0  2  3  2 3  2  1 2  




























Tier 1 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 2 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 3 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 4 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 5 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 6 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 1 3 3 0 3 
Tier 7 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 8 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 9 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 10 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 11 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 12 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 13 1 0 1 3 3 3 3 2 3 3 1 3 3 0 3 
Tier 14 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 15 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Tier 16 1 0 1 3 0 3 3 0 3 3 0 3 3 0 3 
Median 1  0  1  3  0  3  3  0  3  3  0  3  3  0  3  
Minimum 1  0  1  3  0  3  3  0  3  3  0  3  3  0  3  





4.2.3 Körperinnentemperatur und Raumtemperatur 
Bei einem geringgradigen Anstieg der Raumtemperatur blieb die 
Körperinnentemperatur aller Versuchstiere mehr oder weniger konstant. Sie erfuhr 
von initial 40,94 ± 0,48 °C auf 40,83 ± 0,37 °C zu 40,88 ± 0,39 °C um die 90. Minute 
keine signifikante Veränderung. 
 
Abb. X: Raumtemperatur im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-











Abb. XI: Körperinnentemperatur im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-



































 [°C] [°C] [°C] [°C] [°C] [°C] 
Tier 1 20,5 21,7 22,1 40,5 40,9 40,7 
Tier 2 20,7 21,6 22,0 40,6 40,2 40,8 
Tier 3 21,7 21,2 21,7 41,0 41,2 41,0 
Tier 4 20,0 22,0 21,3 41,1 40,6 40,6 
Tier 5 21,4 20,2 21,7 41,0 41,0 41,1 
Tier 6 21,5 20,2 21,7 41,7 41,1 41,1 
Tier 7 21,5 20,5 21,0 41,3 41,3 41,5 
Tier 8 20,1 21,8 21,2 41,5 41,4 40,7 
Tier 9 20,1 21,0 20,7 41,3 40,8 41,2 
Tier 10 20,1 21,1 20,6 41,1 40,9 40,7 
Tier 11 21,1 21,2 21,6 41,2 41,1 40,1 
Tier 12 20,3 20,9 21,5 41,3 40,7 41,3 
Tier 13 20,9 20,4 21,1 40,2 40,7 41,2 
Tier 14 20,9 21,2 20,2 40,8 40,9 40,9 
Tier 15 20,2 20,5 21,1 40,3 40,2 40,1 
Tier 16 20,2 21,1 21,3 40,1 40,3 41,0 
Mittelwert 20,70 21,04 21,30 40,94 40,83 40,88 
Standardabweichung 0,59 0,56 0,52 0,48 0,37 0,39 
Median 20,60 21,10 21,30 41,05 40,90 40,95 
Minimum 20,00 20,20 20,20 40,10 40,20 40,10 





Im Laufe des Beobachtungszeitraumes konnte eine schwach signifikante Veränderung 
der Herzfrequenz festgestellt werden. Die Werte betrugen initial 257,81 ± 49,02 
min-1, um die 5. Minute nach der Injektion 278,25 ± 38,72 min-1 und um die 90. 
Minute 250,56 ± 32,69 min-1. 
 
Abb. XII: Herzfrequenz im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach intravenöser 













Tab. XXII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – 
Herzfrequenz 
Parameter Herzfrequenz t1 Herzfrequenz t2 Herzfrequenz t3 
 [1/min] [1/min] [1/min] 
Tier 1 333 279 225 
Tier 2 240 243 228 
Tier 3 276 330 302 
Tier 4 309 259 253 
Tier 5 209 231 260 
Tier 6 238 230 220 
Tier 7 252 327 221 
Tier 8 278 314 312 
Tier 9 320 318 259 
Tier 10 328 324 295 
Tier 11 205 282 237 
Tier 12 232 298 266 
Tier 13 205 239 197 
Tier 14 302 301 254 
Tier 15 200 220 262 
Tier 16 198 257 218 
Mittelwert 257,81 278,25 250,56 
Standardabweichung 49,02 38,72 32,69 
Median 246,00 280,50 253,50 
Ergebnisse 
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Minimum 198,00 220,00 197,00 
Maximum 333,00 330,00 312,00 
4.2.5 Elektrokardiographie 
Aufgrund der kurzen Anästhesie konnte lediglich bei elf Tieren ein auswertbares EKG 
aufgezeichnet werden. Bei den übrigen fünf Tieren war bis zum Abschluss aller 
Messungen und korrekten Platzierung der Elektroden die Toleranzphase bereits 
überschritten, so dass die EKG-Aufzeichnung in der Aufwachphase erfolgt wäre. 
In einem Fall trat unter Anästhesie eine Extrasystolie auf, welche regelmäßig war, 
ohne weitere klinische Symptome einherging und sich nach der Anästhesie nicht 
mehr darstellen ließ. 
In keinem Fall veränderten sich die Dauer der P-, Q-, T-Welle oder das PQ-Intervall 
im Laufe des Beobachtungszeitraumes signifikant und blieben innerhalb 
physiologischer Grenzen.  
Die Werte schwankten  
für die P-Welle zwischen 0,0320 ± 0,0047 s und 0,0324 ± 0,0043 s, 
für die Q-Welle zwischen 0,0138 ± 0,0033 s und 0,0144 ± 0,0026 s, 
für die R-Welle zwischen 0,0200 ± 0,0024 s und 0,0202 ± 0,0019 s, 
für die T-Welle zwischen 0,0600 ± 0,0062 s und 0,0611 ± 0,0045 s und 




Die Veränderungen der Atemfrequenz im Verlauf der Anästhesie waren hoch 
signifikant. Vom initialen Wert von 27,56 ± 3,67 min-1 stieg sie bis zur 5. Minute auf 
60,25 ± 14,75 min-1 und sank von diesem Zeitpunkt bis zur 90. Minute bis auf eine 




Abb. XIII: Atemfrequenz im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach intravenöser 













Tab. XXIII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – 
Atemfrequenz 
Parameter Atemfrequenz t1 Atemfrequenz t2 Atemfrequenz t3 
 [1/min] [1/min] [1/min] 
Tier 1 23 45 28 
Tier 2 26 43 33 
Tier 3 24 64 25 
Tier 4 34 62 32 
Tier 5 26 64 34 
Tier 6 30 62 30 
Tier 7 28 74 23 
Tier 8 26 78 28 
Tier 9 24 92 26 
Tier 10 28 44 24 
Tier 11 36 72 24 
Tier 12 30 50 21 
Tier 13 30 67 27 
Tier 14 26 62 19 
Tier 15 26 42 32 
Tier 16 24 43 22 
Mittelwert 27,56 60,25 26,75 
Standardabweichung 3,67 14,75 4,54 
Median 26,00 62,00 26,50 
Minimum 23,00 42,00 19,00 
Maximum 36,00 92,00 34,00 
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4.2.6.2 Inspiratorische und exspiratorische Kohlendioxidkonzentration 
Die Konzentration des Kohlendioxids in der eingeatmeten Luft unterlag im Laufe der 
Anästhesie einer schwach signifikanten Veränderung. Sie stieg von initial 0,28 ±  
0,26 % auf 0,47 ± 22 % um die 5. Minute, um bis zur 90. Minute wieder auf 0,26 ± 
0,23 % abzusinken. 
 
Abb. XIV: Inspiratorisches Kohlendioxid im Verlauf des Beobachtungszeitraumes 
nach intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-










Die Veränderung an ausgeatmetem Kohlendioxid war nicht signifikant. Es stieg 
geringfügig von 2,79 ± 0,38 % auf 2,97 ± 0,36 % an und sank dann wieder bis zur 90. 
Minute auf 2,76 ± 0,39 % ab. 
 
Abb. XV: Exspiratorisches Kohlendioxid im Verlauf des Beobachtungszeitraumes 
nach intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-












Tab. XXIV: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – CO2 in- und 
exspiratorisch 
Parameter CO2e t1 CO2e t2 CO2e t3 CO2i t1 CO2i t2 CO2i t3 
 [%] [%] [%] [%] [%] [%] 
Tier 1 3,0 3,2 2,8 0,5 0,8 0,8 
Tier 2 2,3 2,1 2,1 0,2 0,4 0,1 
Tier 3 3,1 3,0 2,9 0,5 1,0 0,1 
Tier 4 3,5 3,6 3,3 0,1 0,3 0,2 
Tier 5 2,4 2,5 2,3 0,1 0,5 0,1 
Tier 6 2,9 3,0 3,3 0,2 0,3 0,1 
Tier 7 2,6 2,8 3,0 0,3 0,2 0,1 
Tier 8 2,8 2,7 3,4 0,2 0,6 0,6 
Tier 9 2,4 3,1 2,7 0,1 0,5 0,1 
Tier 10 2,3 2,7 3,0 0,1 0,4 0,2 
Tier 11 2,9 3,1 2,7 0,9 0,3 0,1 
Tier 12 2,4 3,0 2,3 0,8 0,2 0,6 
Tier 13 3,5 2,9 2,5 0,2 0,5 0,1 
Tier 14 2,9 3,2 2,7 0,0 0,3 0,4 
Tier 15 2,7 3,3 2,3 0,1 0,6 0,2 
Tier 16 3,0 3,3 2,8 0,1 0,6 0,3 
Mittelwert 2,79 2,97 2,76 0,28 0,47 0,26 
Standardabweichung 0,38 0,36 0,39 0,26 0,22 0,23 
Median 2,85 3,00 2,75 0,20 0,45 0,15 
Minimum 2,30 2,10 2,10 0,00 0,20 0,10 
Maximum 3,50 3,60 3,40 0,90 1,00 0,80 
 
4.2.6.3 Inspiratorische und exspiratorische Sauerstoffkonzentration 
Der Sauerstoffgehalt der eingeatmeten Luft lag während des Beobachtungszeitraumes 
konstant bei 21 ± 0 %. 
Die Sauerstoffkonzentration in der ausgeatmeten Luft unterlag einer signifikanten 
Veränderung während der Anästhesie. Sie sank von initial 17,94 ± 0,68 % auf 16,88 ± 
0,96 % um die 5. Minute und stieg bis zur 90. Minute wieder auf 17,69 ± 0,60 % an.  
Ergebnisse 
 64
Abb. XVI: Exspiratorischer Sauerstoff im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-









Tab. XXV: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – O2e 
Parameter O2 exspiratorisch t1 O2 exspiratorisch t2 O2 exspiratorisch t3
 [%] [%] [%] 
Tier 1 18 18 18 
Tier 2 19 18 18 
Tier 3 18 17 17 
Tier 4 17 15 16 
Tier 5 18 18 18 
Tier 6 17 16 18 
Tier 7 18 18 18 
Tier 8 18 17 17 
Tier 9 17 18 18 
Tier 10 18 16 18 
Tier 11 19 16 18 
Tier 12 19 16 17 
Tier 13 17 16 18 
Tier 14 18 17 18 
Tier 15 18 17 18 
Tier 16 18 17 18 
Mittelwert 17,94 16,88 17,69 
Standardabweichung 0,68 0,96 0,60 
Median 18,00 17,00 18,00 
Minimum 17,00 15,00 16,00 




4.2.7 Periphere Sauerstoffsättigung 
Die periphere Sauerstoffsättigung wies eine hoch signifikante Änderung im Verlauf 
der Anästhesie auf. Der initiale Wert betrug 94,25 ± 2,44 %, sank bis zur 5. Minute auf 
90,31 ± 2,38 % ab, um bis zur 90. Minute auf einen Wert von 92,94 ± 2,95 % 
anzusteigen.  
 
Abb. XVII: Periphere Sauerstoffsättigung im Verlauf des Beobachtungszeitraumes 
nach intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-









Tab. XXVI: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – O2-Sat. 
Parameter Periphere O2-Sättigung t1 Periphere O2-Sättigung t2 Periphere O2-Sättigung t3 
 [%] [%] [%] 
Tier 1 96 92 90 
Tier 2 93 90 92 
Tier 3 92 90 97 
Tier 4 91 86 95 
Tier 5 93 91 90 
Tier 6 93 91 96 
Tier 7 92 88 90 
Tier 8 91 88 92 
Tier 9 97 92 92 
Tier 10 95 92 97 
Tier 11 97 90 90 
Tier 12 92 87 88 
Tier 13 97 98 95 
Tier 14 97 91 94 
Tier 15 94 90 92 
Tier 16 98 89 97 
Mittelwert 94,25 90,31 92,94 
Standardabweichung 2,44 2,73 2,95 
Median 93,50 90,00 92,00 
Minimum 91,00 86,00 88,00 
Ergebnisse 
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Maximum 98,00 98,00 97,00 
Ergebnisse 
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4.2.8  Hämatokrit 
Eine schwach signifikante Veränderung erfuhr der Hämatokrit während der 
Anästhesie. Er sank von initial 49,00 ± 3,14 % auf 47,00 ± 3,12 % bis zur 5. Minute 
um gegen die 90. Minute 47,25 ± 3,45 % zu betragen. 
 
Abb. XVIII: Hämatokrit im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach intravenöser 












Tab. XXVII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – Hämatokrit 
Parameter Hämatokrit t1 Hämatokrit t2 Hämatokrit t3 
 [%] [%] [%] 
Tier 1 49 49 51 
Tier 2 54 49 50 
Tier 3 49 43 45 
Tier 4 50 46 41 
Tier 5 50 49 50 
Tier 6 48 50 50 
Tier 7 51 49 47 
Tier 8 48 44 48 
Tier 9 49 48 47 
Tier 10 48 47 47 
Tier 11 49 46 47 
Tier 12 40 43 42 
Tier 13 47 43 46 
Tier 14 52 50 50 
Tier 15 47 43 42 
Tier 16 53 53 53 
Mittelwert 49,00 47,00 47,25 
Standardabweichung 3,14 3,12 3,45 
Median 49,00 47,50 47,00 
Ergebnisse 
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Minimum 40,00 43,00 41,00 
Maximum 54,00 53,00 53,00 
4.2.9  Gesamthämoglobin 
Ebenfalls schwach signifikant waren die Veränderungen des Gesamthämoglobins 
während der Anästhesie. Es sank von 16,28 ± 0,94 g/dl auf 15,64 ± 1,04 g/dl um die 5. 
Minute und veränderte sich zu 15,74 ± 1,18 g/dl um die 90. Minute. 
 
Abb. XIX: Gesamthämoglobin im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-










Tab. XXVIII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten –Hämoglobin 
Parameter Gesamthämoglobin t1 Gesamthämoglobin t2 Gesamthämoglobin t3 
 [g/dl] [g/dl] [g/dl] 
Tier 1 16,5 16,2 17,0 
Tier 2 17,0 16,3 16,6 
Tier 3 16,4 14,4 15,0 
Tier 4 16,6 15,2 13,7 
Tier 5 16,6 16,2 16,5 
Tier 6 16,0 16,6 16,8 
Tier 7 16,9 16,3 15,8 
Tier 8 16,0 14,8 15,9 
Tier 9 16,3 15,9 15,8 
Tier 10 15,9 15,8 15,5 
Tier 11 16,4 15,4 15,8 
Tier 12 13,5 14,2 13,9 
Tier 13 15,6 14,2 15,2 
Tier 14 17,2 16,7 16,7 
Tier 15 15,7 14,3 13,9 
Tier 16 17,8 17,7 17,8 
Mittelwert 16,28 15,64 15,74 
Standardabweichung 0,94 1,04 1,18 
Ergebnisse 
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Median 16,40 15,85 15,80 
Minimum 13,50 14,20 13,70 
Maximum 17,80 17,70 17,80 
4.2.10 Venöse Blutgase 
4.2.10.1 Venöser Kohlendioxidgehalt 
Der venöse Kohlendioxidgehalt erfuhr im Laufe der Anästhesie eine hoch signifikante 
Veränderung. Er stieg von 27,33 ± 4,52 mmol/l auf 30,53 ± 2,91 mmol/l um die 5. 
Minute und sank bis zur 90. Minute auf 26,54 ± 4,41 mmol/l ab. 
 
Abb. XX: Venöses Kohlendioxid im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach i.v.-












Tab. XXIX: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – Gesamt-CO2 
Parameter Gesamt-CO2 t1 Gesamt-CO2 t2 Gesamt-CO2 t3 
 [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] 
Tier 1 15,6 29,6 28,7 
Tier 2 29,1 27,2 21,2 
Tier 3 21,3 28,1 26,5 
Tier 4 28,8 33,1 28,3 
Tier 5 25,8 27,7 18,7 
Tier 6 30,8 29,1 21,3 
Tier 7 32,8 36,2 25,8 
Tier 8 25,6 30,7 20,9 
Tier 9 30,3 35,3 33,9 
Tier 10 25,7 28,7 31,2 
Tier 11 24,1 26,4 22,6 
Tier 12 24,4 28,5 27,7 
Tier 13 31,7 31,4 30,6 
Tier 14 30,7 33,7 27,4 
Tier 15 29,4 31,0 29,3 
Tier 16 31,2 31,8 30,6 
Ergebnisse 
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Mittelwert 27,33 30,53 26,54 
Standardabweichung 4,52 2,91 4,41 
Median 28,95 30,15 27,55 
Minimum 15,60 26,40 18,70 
Maximum 32,80 36,20 33,90 
4.2.10.2 Kohlenstoffdioxidpartialdruck 
Der Kohlendioxid-Partialdruck stieg vom initialen Wert von 42,94 ± 9,20 mmHg auf 
57,13 ± 8,06 mmHg zu der 5. Minute an und fiel auf 38,75 ± 9,81 mmHg zu der 90. 
Minute ab. Diese Veränderungen sind hoch signifikant. 
 
Abb. XXI: Kohlendioxid-Partialdruck im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-/Wanderfalkenhybriden 











Tab. XXX: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – pCO2v 
Parameter 
Kohlendioxid-Partialdruck 
t1 Kohlendioxid-Partialdruck t2 Kohlendioxid-Partialdruck t3 
 [mmHg] [mmHg] [mmHg] 
Tier 1 29 65 48 
Tier 2 59 44 34 
Tier 3 38 53 32 
Tier 4 45 54 39 
Tier 5 33 51 29 
Tier 6 51 49 29 
Tier 7 49 59 41 
Tier 8 40 69 40 
Tier 9 53 75 56 
Tier 10 36 50 57 
Tier 11 40 52 32 
Tier 12 28 58 26 
Tier 13 47 53 43 
Tier 14 54 61 35 
Ergebnisse 
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Tier 15 37 63 29 
Tier 16 48 58 50 
Mittelwert 42,94 57,13 38,75 
Standardabweichung 9,20 8,06 9,81 
Median 42,50 56,00 37,00 
Minimum 28,00 44,00 26,00 
Maximum 59,00 75,00 57,00 
4.2.10.3 Venöse Sauerstoffsättigung 
Eine schwach signifikante Veränderung konnte auch bei der venösen 
Sauerstoffsättigung im Laufe des Beobachtungszeitraumes aufgezeichnet werden. 
Von 85,94 ± 8,94 % sank sie auf 80,94 ± 14,01 % um die 5. Minute und stieg bis zur 
90. Minute auf 88,44 ± 8,54 %. 
 
Abb. XXII: Venöse Sauerstoffsättigung im Verlauf des Beobachtungszeitraumes 
nach intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-









Tab. XXXI: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – O2v-Sat. 
Parameter O2v-Sat. t1 O2v-Sat. t2 O2v-Sat. t3 
 [%] [%] [%] 
Tier 1 92 76 86 
Tier 2 72 94 87 
Tier 3 94 94 95 
Tier 4 95 93 94 
Tier 5 93 91 91 
Tier 6 91 94 97 
Tier 7 89 71 90 
Tier 8 89 41 73 
Tier 9 86 66 70 
Tier 10 90 85 86 
Tier 11 84 84 90 
Tier 12 95 69 99 
Ergebnisse 
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Tier 13 82 88 89 
Tier 14 68 82 95 
Tier 15 86 86 96 
Tier 16 69 81 77 
Mittelwert 85,94 80,94 88,44 
Standardabweichung 8,94 14,01 8,54 
Median 89,00 84,50 90,00 
Minimum 68,00 41,00 70,00 
Maximum 95,00 94,00 99,00 
4.2.10.4 Venöser Sauerstoffpartialdruck 
Die Veränderungen des venösen Sauerstoffpartialdruckes im Verlauf des 
Beobachtungszeitraumes waren nicht signifikant. Der Basiswert betrug 66,56 ± 15,19 
mmHg, sank bis zur 5. Minute auf 64,88 ± 16,65 mmHg und stieg zur 90. Minute auf 
70,63 ± 15,83 mmHg an. 
 
Abb. XXIII: Venöser Sauerstoff-Partialdruck im Verlauf des 
Beobachtungszeitraumes nach intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon 












Tab. XXXII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – pvO2 
Parameter pvO2 t1 pvO2 t2 pvO2 t3 
 [mmHg] [mmHg] [mmHg] 
Tier 1 84 58 63 
Tier 2 51 81 65 
Tier 3 89 96 76 
Tier 4 88 79 79 
Tier 5 74 78 73 
Tier 6 78 88 97 
Tier 7 67 45 73 
Tier 8 69 35 51 
Tier 9 66 47 45 
Tier 10 68 64 65 
Tier 11 61 67 65 
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Tier 12 80 49 105 
Tier 13 51 67 64 
Tier 14 45 59 81 
Tier 15 53 68 77 
Tier 16 41 57 51 
Mittelwert 66,56 64,88 70,63 
Standardabweichung 15,19 16,65 15,83 
Median 67,50 65,50 69,00 
Minimum 41,00 35,00 45,00 
Maximum 89,00 96,00 105,00 
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4.2.11 Säure-Basenhaushalt des venösen Blutes 
4.2.11.1 pH-Wert 
Der pH-Wert unterlag im Verlauf der Anästhesie einer signifikanten Veränderung. Er 
fiel vom initialen Wert von 7,42 ± 0,07 auf 7,34 ± 0,05 um die 5. Minute ab und stieg 
bis zur 90. Minute auf 7,46 ± 0,09 an. 
 
Abb. XXIV: Der pH-Wert im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-





Zeitpunkt 1 Zeitpunkt 2 Zeitpunkt 3
 
Tab. XXXIII: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – pHv 
Parameter pHv t1 pHv t2 pHv t3 
Tier 1 7,34 7,27 7,39 
Tier 2 7,31 7,40 7,41 
Tier 3 7,37 7,34 7,54 
Tier 4 7,42 7,40 7,48 
Tier 5 7,51 7,35 7,43 
Tier 6 7,40 7,39 7,49 
Tier 7 7,45 7,40 7,42 
Tier 8 7,42 7,26 7,34 
Tier 9 7,37 7,29 7,40 
Tier 10 7,47 7,37 7,35 
Tier 11 7,39 7,32 7,46 
Tier 12 7,56 7,30 7,65 
Tier 13 7,44 7,38 7,47 
Tier 14 7,37 7,36 7,51 
Tier 15 7,51 7,30 7,61 
Tier 16 7,43 7,35 7,40 
Mittelwert 7,42 7,34 7,46 
Standardabweichung 0,07 0,05 0,09 
Median 7,42 7,35 7,45 
Minimum 7,31 7,26 7,34 
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Maximum 7,56 7,40 7,65 
4.2.11.2  Basenüberschuss 
Der Basenüberschuss (BE) erfuhr keine signifikante Veränderung im Verlauf der 
Beobachtung. Die Werte lagen bei 3,02 ± 3,94 mmol/l initial, 3,28 ± 2,57 mmol/l um 
die 5. Minute und 3,39 ± 4,06 mmol/l um die 90. Minute. 
 
Abb. XXV: Basenüberschuss im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach i.v.-













Tab. XXXIV: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – 
Basenüberschuss 
Parameter Basenüberschuss t1 Basenüberschuss t2 Basenüberschuss t3 
 [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] 
Tier 1 -7,8 0,6 3,0 
Tier 2 1,0 2,1 -1,8 
Tier 3 -2,8 1,5 5,3 
Tier 4 4,2 6,6 5,0 
Tier 5 4,3 1,5 -3,0 
Tier 6 5,4 3,5 0,5 
Tier 7 7,8 9,2 2,1 
Tier 8 2,1 1,6 -4,1 
Tier 9 4,1 5,2 7,5 
Tier 10 3,0 2,8 4,2 
Tier 11 0,0 -0,4 0,3 
Tier 12 4,1 0,7 9,0 
Tier 13 6,5 5,1 6,8 
Tier 14 4,0 5,9 5,6 
Tier 15 6,6 2,5 8,8 
Tier 16 5,8 4,1 5,0 
Mittelwert 3,02 3,28 3,39 
Standardabweichung 3,94 2,57 4,06 
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Median 4,10 2,65 4,60 
Minimum -7,80 -0,40 -4,10 
Maximum 7,80 9,20 9,00 
4.2.11.3 Standard-Bikarbonat 
Die auftretenden Veränderungen des venösen Standard-Bikarbonates im Verlauf der 
Anästhesie waren nicht signifikant. Der Basiswert des venösen Standard-Bikarbonates 
betrug 26,88 ± 3,29 mmol/l, sank zu der 5. Minute auf 26,84 ± 2,19 mmol/l und stieg 
bis zur 90. Minute wieder auf 27,21 ± 3,43 mmol/l. 
 
Abb. XXVI: Standard-Bikarbonat im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 













Tab. XXXV: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – 
Standardbikarbonat 
Parameter Standardbikarbonat t1 Standardbikarbonat t2 Standardbikarbonat t3 
 [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] 
Tier 1 18,0 24,4 26,8 
Tier 2 24,8 26,0 22,9 
Tier 3 22,1 25,4 29,0 
Tier 4 27,9 29,7 28,6 
Tier 5 28,1 25,4 21,8 
Tier 6 28,8 27,2 24,8 
Tier 7 31,0 32,0 26,1 
Tier 8 26,1 25,2 21,0 
Tier 9 27,6 28,1 30,5 
Tier 10 27,0 26,6 27,6 
Tier 11 24,3 23,9 24,6 
Tier 12 27,9 24,6 32,0 
Tier 13 29,8 28,5 30,1 
Tier 14 27,5 29,0 29,2 
Tier 15 30,1 26,0 32,0 
Tier 16 29,1 27,4 28,4 
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Mittelwert 26,88 26,84 27,21 
Standardabweichung 3,29 2,19 3,43 
Median 27,75 26,30 28,00 
Minimum 18,00 23,90 21,00 
Maximum 31,00 32,00 32,00 
4.2.11.4 Venöser Natrium- und Kaliumgehalt 
Der venöse Natrium- und Kaliumgehalt änderte sich nicht signifikant. 
 
Abb. XXVII: Venöses Natrium im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-











Abb. XXVIII: Venöses Kalium im Verlauf des Beobachtungszeitraumes nach 
intravenöser Applikation von Alphaxalon/Alphadolon bei Ger-














Tab. XXXVI: Ermittelte Werte zu den drei Untersuchungszeitpunkten – Elektrolyte 
Parameter Natrium t1 Natrium t2 Natrium t3 Kalium t1 Kalium t2 Kalium t3 
 [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] [mmol/l] 
Tier 1 155,0 159,0 162,0 4,6 5,2 4,1 
Tier 2 158,0 153,0 157,0 5,1 4,0 4,2 
Tier 3 160,0 159,0 161,0 4,2 4,1 3,0 
Tier 4 157,0 160,0 153,0 3,8 3,9 3,6 
Tier 5 161,0 158,0 157,0 3,2 4,3 3,7 
Tier 6 163,0 157,0 162,0 3,9 3,9 3,0 
Tier 7 163,0 165,0 160,0 3,7 3,2 4,2 
Tier 8 163,0 159,0 163,0 3,8 3,2 5,3 
Tier 9 160,0 162,0 163,0 4,1 2,8 5,0 
Tier 10 161,0 165,0 161,0 3,4 5,0 2,9 
Tier 11 159,0 159,0 161,0 4,0 3,4 4,7 
Tier 12 159,0 160,0 158,0 2,9 3,1 3,5 
Tier 13 167,0 164,0 178,0 4,3 3,0 4,3 
Tier 14 163,0 162,0 156,0 4,9 3,5 4,7 
Tier 15 161,0 160,0 157,0 4,0 2,9 3,9 
Tier 16 165,0 160,0 163,0 4,2 3,4 4,7 
Mittelwert 160,94 160,13 160,75 4,01 3,68 4,05 
Standardabweichung 3,04 3,05 5,47 0,57 0,71 0,73 
Median 161,00 160,00 161,00 4,00 3,45 4,15 
Minimum 155,00 153,00 153,00 2,90 2,80 2,90 







5.1 Diskussion der Methode 
Ziel dieser Arbeit war es, den Einfluss der Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie auf 
Atem-, Kreislauf- und Stoffwechselparameter von Ger-/Wanderfalkenhybriden unter 
weitestgehend standardisierten Bedingungen zu untersuchen. Anders als in der 
Literatur, in der nur einzelne Fallbeispiele mehrerer verschiedener Spezies beschreiben 
werden, sollte eine homogene Gruppe von Vögeln (gleiche Art, Alter, Geschlecht und 
Haltung) unter gleichen Bedingungen untersucht werden. Als Versuchstiere wurden 
die oben genannten Hybriden ausgewählt, da sie sich in den arabischen Ländern 
großer Beliebtheit unter Falknern erfreuen und so auch für Züchter in Deutschland 
eine Haltung – beziehungsweise Züchtung – dieser Tiere zunehmend von Interesse ist. 
Die 16 Falken wurden sechs Wochen vor Versuchsbeginn unter übereinstimmenden 
Bedingungen gehalten, um eine annähernd gleiche Ausgangslage für alle 
Versuchstiere zu gewährleisten. Nur klinisch gesunde Tiere wurden in die 
Versuchsreihe aufgenommen. Um eine Beeinflussung der Ergebnisse durch alters- 
und geschlechtsbedingte unterschiedliche Stoffwechselraten zu vermeiden (BLEM 
2000), wurden die Untersuchungen dieser Arbeit ausschließlich an adulten weiblichen 
Exemplaren mit einem einheitlichen Alter von zirka vier Jahren durchgeführt. 
Da eine Verfälschung der Untersuchungsergebnisse durch eine postprandial erhöhte 
Stoffwechselrate nicht auszuschließen ist, wurden alle Messungen den Empfehlungen 
von GYLSTORFF und GRIMM (1998), HEARD (1997) und PADDLEFORD (1992) folgend 
nur an Falken durchgeführt, die zwölf Stunden vor Versuchsbeginn gefastet hatten. 
Obwohl bei der Punktion der Vena ulnaris die Gefahr einer Hämatombildung größer 
ist als an der Tarsalvene (ein Gesichtspunkt, welcher insbesondere bei Vögeln, welche 
hohe Flugleistung erbringen müssen, in Betracht gezogen werden sollte) wurde die 
Flügelvene als Applikationsort für das Anästhetikum gewählt. 
Die Sorge, dass das Medikament bei Verabreichung in die Tarsalvene durch das 
Nieren-Pfortadersystem zu schnell verstoffwechselt würde, ist laut LUDDERS und 
MATTHEWS (1996) zwar bei einer Anästhesie nicht von Relevanz, weil jederzeit 
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nachdosiert werden kann. Da es jedoch eines der Ziele dieser Arbeit war, eine 
geeignete Dosis zur Anästhesie von Ger-/Wanderfalkenhybriden zu ermitteln, musste 
eine frühzeitige Verstoffwechselung vermieden werden. Daher kam die Tarsalvene 
zwar zur Entnahme von Proben zur Blutanalyse durchaus in Betracht, nicht jedoch 
zur Applikation des Anästhetikums. Des Weiteren ist die Tarsalvene laut CLIPSHAM 
(1991) deutlich schwerer zu lokalisieren, kollabiert leichter und blutet häufig noch 
lange nach. Diese Tendenz konnte jedoch in der vorliegenden Studie nicht beobachtet 
werden. Die Tarsalvene erwies sich beim Ger-/Wanderfalkenhybriden als gut 
lokalisierbar, in allen Fällen konnte ohne nennenswerte Schwierigkeiten Blut 
entnommen werden, ohne dass es zum Kollaps der Vene gekommen oder 
Nachblutungen beobachtet worden wären. 
Da durch die zur Datenerhebung notwendigen Manipulationen am Tier eine 
Beeinflussung der gemessenen Parameter nicht ausgeschlossen werden konnte, 
wurden die Messungen stets in gleicher zeitlicher Abfolge durchgeführt. Dieses 
Vorgehen stellte die Vergleichbarkeit der erhobenen Werte sicher. 
Zur Vermeidung von manipulationsbedingten Erregungszuständen (und damit 
einhergehend eines erhöhten Bedarfs an Anästhetikum, um das Toleranzstadium zu 
erreichen) wurde die Anästhesie erst 24 Stunden nach der Messung der Basiswerte 
vorgenommen. Dieser Zeitraum reichte für eine Beruhigung der Tiere nach den 
Manipulationen aus. 
 
5.2 Diskussion der Vorversuche 
Ziel der Vorversuche war es, die geeignete Dosierung zu erarbeiten, bei welcher das 
chirurgische Toleranzstadium für Ger-/Wanderfalkenhybriden erreicht wird. In der 
Literatur waren für diese Vogelart keine Dosierungsempfehlungen zu finden. 
Zunächst wurde an verletzt aufgefundenen und in die Klinik verbrachten 
Mäusebussarden, bei denen eine Indikation zur Anästhesie bestand, diese mit 
Alphaxalon/Alphadolon vorgenommen. Hierbei wurde als niedrigste zu 
verabreichende Menge des Anästhetikums sechs Milligramm pro Kilogramm 
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Körpermasse gewählt, da diese die niedrigste erwähnte Dosierung allgemein für 
Greifvögel war (HAIGH 1980). Da insbesondere bei einer Dosierung von zwölf 
Milligramm pro Kilogramm Körpermasse respiratorische Unregelmäßigkeiten 
auftraten (kurzfristige Apnoe nach Bolusinjektion), wurde von höheren Dosierungen 
abgesehen. 
Eine Übertragbarkeit der Erkenntnisse der Anästhesie von Mäusebussarden mit 
Steroidanästhetika auf eine andere Greifvogelart ist, insbesondere, da selbst innerhalb 
der gleichen Gattung unterschiedliche Reaktionen bei der Anästhesie mit 
Alphaxalon/Alphadolon beobachtet wurden, nicht ohne weitere Untersuchungen 
möglich. Als Beispiel seien hier die von COOPER (1978) sowie CRIBB u. HAIGH (1977) 
beschriebenen kardialen Unregelmäßigkeiten bei Rotschwanzbussarden (Buteo 
jamaicensis) genannt. 
Daher wurden vor den Hauptversuchen noch Vorversuche an Ger-
/Wanderfalkenhybriden vorgenommen, um deren Empfindlichkeit auf 
Alphaxalon/Alphadolon zu untersuchen. Hier konnte jedoch in keinem Fall bei 
Dosierungen von 6 mg/kg KM beziehungsweise 7,5 mg/kg KM das Toleranzstadium 
erreicht werden. Dieses geschah erst bei einer Verabreichung von 9 mg/kg KM. Diese 
Dosierung deckte sich mit den allgemeinen Empfehlungen für Greifvögel von COOPER 
und FRANK (1973) und auch bei HAIGH (1980) wird sie erwähnt. Obwohl in der 
Literatur Dosierungen von bis zu 36 mg/kg erwähnt waren, wurde in dieser Studie von 
höheren Dosierungen abgesehen, um eine womöglich auftretende Apnoe nach 
Verabreichung des Anästhetikums, wie es von HAIGH (1980) beschrieben wurde und 
auch bei der Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie bei Mäusebussarden aufgetreten 
war, zu vermeiden. 
 
5.3 Diskussion der Hauptversuche 
5.3.1 Reflexerregbarkeit und Dauer der Anästhesiephasen 
Die Anästhesiephasen wurden in Anlehnung an die Arbeit von KORBEL (2003) 
definiert. Jedoch wurde aufgrund der Beobachtungen von COLES (1997) und HAIGH 
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(1980), dass der Interphalangealreflex bei Greifvögeln kein zuverlässiges Kriterium für 
die Narkosetiefe ist, dieser nicht in die Studie mit einbezogen. 
Die übrigen elf Reflexe des Schemas nach KORBEL (2003) wurden hingegen in die 
Untersuchung einbezogen und entsprechend bewertet.  
Beim Ger-/Wanderfalkenhybriden erwies sich das angepasste Reflexschema als 
zuverlässiges Kriterium zur Überprüfung der Narkosetiefe, es ist durch seinen 
geringen apparativen Aufwand einfach und auch unter Feldbedingungen sicher 
durchzuführen. Hierbei war von besonderem Vorteil, dass die durch 
Alphaxalon/Alphadolon hervorgerufene Muskelrelaxation als sehr gut zu bezeichnen 
ist, ein deutlicher Vorteil gegenüber Ketaminnarkosen, bei denen die Muskelrelaxation 
oft unzulänglich ist und somit die Beurteilung des Muskeltonus nicht zur Bewertung 
der Narkosetiefe herangezogen werden kann. 
Ebenfalls sehr gut ist die Analgesie, ein deutlicher Vorteil auch gegenüber einer 
Immobilisation mit Propofol. HAWKINS et al. (2000) beschreiben ein „chirurgisches 
Anästhesiestadium“ bei der Applikation von Propofol. Im Gegensatz zur Anästhesie 
mit Alphaxalon/Alphadolon findet hier jedoch durch hohe Dosierungen nur eine 
starke Muskelrelaxation statt, so dass Schmerzvermeidungsreaktionen nicht 
stattfinden können und der Anschein einer Analgesie erweckt wird. Des weiteren sind 
die von HAWKINS et al. (2000) verabreichten Mengen an Propofol so hoch, dass 
verzögerte Aufwachphasen verursacht werden und somit einer der Vorteile bei der 
Immobilisation mit diesem Phenolderivat zusätzlich verloren geht. 
Die sehr kurze Einleitphase von Alphaxalon/Alphadolon erlaubt es, direkt im 
Anschluss an die Injektion des Anästhetikums mit der Behandlung des Patienten zu 
beginnen, eine erhebliche Erleichterung im Arbeitsablauf des behandelnden Tierarztes 
und Tierpflegers: Zwischen der Injektion des Anästhetikums und dem Beginn der 
Toleranzphase ist somit keine länger anhaltende Fixation des Tieres notwendig. 
Insbesondere bei Tieren, welche die Manipulation durch Menschenhand nicht 
gewohnt sind, ist dies ein entscheidender Faktor zur Stressreduktion. 
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Die bis auf ein leichtes Flattern der Flügel exzitationslose, kurze Aufwachphase stellt 
einen wichtigen Vorteil gegenüber anderen Injektionsanästhesien dar, bei welchen 
häufig besondere Vorsichtsmaßnahmen getroffen werden müssen, damit sich der 
Patient während des Aufwachens nicht durch Exzitation selbst Schaden zufügt. 
Insbesondere ist dieses bei der Anästhesie mit Phenzyklidin und seinen Derivaten 
Ketamin und Tiletamin zu beobachten (BECK 1972, HEIDENREICH 1978). 
 
5.3.2 Körperinnentemperatur und Raumtemperatur 
Ein entscheidender Faktor bei der Anästhesie von Vögeln ist die 
Körperinnentemperatur: Sie sollte im Verlauf einer Anästhesie nicht mehr als 1,5 °C 
unter die physiologische Körperinnentemperatur absinken, da ansonsten 
Komplikationen zu erwarten sind (KORBEL 2003). Viele Anästhetika, wie 
beispielsweise Ketaminhydrochlorid, verursachen eine Hypothermie, die zu einer 
verzögerten Aufwachphase und kardialen Problemen, insbesondere Arrhythmien, 
führen kann (ARNOLD et al. 1983, SINN 1994). Ein Abfall der Körperinnentemperatur 
um 5°C stellt sogar eine akute Gefahr für das Leben des Patienten dar (COLES 1997). 
Eine Störung der Thermoregulation während der Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie 
lag scheinbar nicht vor: Ein Absinken der Körperinnentemperatur konnte in dieser 
Arbeit nicht beobachtet werden, obwohl den Falken während des Versuches keine 
Wärme zugeführt wurde. Die Temperatur hielt sich in engen Grenzen zwischen 40,1 
und 41,7 °C. Bei vier Tieren wurde sogar ein minimaler Anstieg der Körperinnen-
temperatur verzeichnet. Dieses stimmt mit den Beobachtungen von FORBES (1984) 
und HAIGH (1980) überein, lässt allerdings weiterhin die Frage offen, ob die Ursache in 
einer zu vernachlässigenden Beeinflussung des thermoregulatorischen Systems durch 
Alphaxalon/Alphadolon liegt oder in der kurzen Dauer der Narkose. Dieser 
Fragestellung gilt es anhand weiterer Versuche nachzugehen, bei denen die Narkose 
durch Nachdosieren des Anästhetikums verlängert wird. 
Als Umgebungstemperatur für die Versuche wurden 21 °C gewählt, um die 
Verhältnisse in einer tierärztlichen Praxis zu imitieren. Die Umgebungstemperatur 
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wurde während der Versuche auch weitestgehend konstant gehalten, um eine 
temperaturbedingte Veränderung der Stoffwechselrate auszuschließen. Da es sich bei 
den in den Versuch einbezogenen Tieren um Hybride aus zwei Falkenarten mit 
ähnlichen, jedoch nicht identischen Temperaturanforderungen handelt – während 
sowohl Ger- wie Wanderfalke winterhart sind, zeigt der Wanderfalke eher eine höhere 
Widerstandskraft gegenüber hohen Umgebungstemperaturen (HEIDENREICH 1996) – 
ist die gewählte Temperatur im thermoneutralen Bereich beider Vogelarten und somit 
aller Wahrscheinlichkeit nach auch in dem der Hybridform. Dieses beruht jedoch 
lediglich auf eigenen Beobachtungen, da dem Verfasser keine Publikation bekannt ist, 
welche die thermoneutralen Zonen von Falken, insbesondere die der Ger-
/Wanderfalkenhybriden, beschreibt. 
 
5.3.3 Herzfrequenz und periphere Sauerstoffsättigung 
Abweichend von der Empfehlung von KORBEL et al. (1997) wurde die Pulsoxymetrie 
nicht im Gastroknemiusbereich des Unterschenkels durchgeführt sondern am 
Tarsometatarsus. Von Vorteil ist hierbei, dass dieser Bereich unbefiedert ist und somit 
eine Lichtabsorption durch Federn vermieden wird. Es kann angenommen werden, 
dass durch die starke Verhornung in diesem Bereich der Beine ein gewisser Anteil des 
Lichtes absorbiert und der Wert der peripheren Sauerstoffsättigung verfälscht wird. 
Die durchweg über 85 % liegenden Werte sprechen aber deutlich gegen diese 
Befürchtung. Dass keine Messfehler durch die Verhornung entstehen, bestätigt auch 
die Synchronizität des pulsoxymetrisch gemessenen Pulses mit dem aus dem 
Elektrokardiogramm errechneten. 
Der Anstieg der Herzfrequenz während des Toleranzstadiums wies auf eine 
funktionierende Regulation der Herztätigkeit während der Anästhesie hin. Durch die 
Verwendung des SurgiVet V3304 konnten die sehr hohen Herzfrequenzen der Vögel 
erfolgreich gemessen werden, da dieses Gerät von der Hard- und Software ausgelegt 
ist, Herzfrequenzen bis zu 350 Schlägen pro Minute aufzuzeichnen. Die höchste 
gemessene Herzfrequenz betrug hingegen 333 Schläge pro Minute, noch gut im 
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Messbereich des Gerätes liegend. Bei kleineren Vögeln, eventuell sogar bereits bei 
männlichen Exemplaren der Ger-/Wanderfalkenhybriden ist jedoch fraglich, ob die 
obere Grenze von 350 Schlägen pro Minute des SurgiVet V3304 ausreicht, die 
Herzfrequenz zuverlässig zu messen – insbesondere bei erregten Tieren, welche die 
Manipulation durch den Menschen nicht gewohnt sind.  
Die funktionierende Regulation der Herztätigkeit während der Anästhesie wurde auch 
durch die Messungen der peripheren Sauerstoffsättigung unterstützt. COLES (1997) 
weist darauf hin, dass die periphere Sauerstoffsättigung über 85 % liegen sollte und 
Werte unter 80 % bereits auf einen lebensbedrohlichen Zustand hinweisen. Bei 
anästhesierten Vögeln mit erhaltener Spontanatmung liegen die zu erwartenden Werte 
der Sauerstoffsättigung zwischen 80 und 85 % (SINN 1994). Die in dieser Arbeit 
gemessenen Einzelwerte der peripheren Sauerstoffsättigung lagen alle über 85 %. 




Bei der Elektrokardiographie traten keine Auffälligkeiten auf. Die von COOPER und 
REDIG (1975) sowie CRIBB und HAIGH (1977) beschriebenen kardialen 
Unregelmäßigkeiten bei Rotschwanzbussarden und Wassergeflügel konnten in dieser 
Studie nicht beobachtet werden. Die bei einem der Tiere unter Anästhesie auftretende 
Herzarrhythmie wurde analog zu der Einteilung bei Hund und Katze (BLANCO 1993) 
als unifokale, interponierte, linksventrikuläre 3:1-Extrasystolie eingestuft (TILLEY 
1989). Hypoxie und Hypokaliämie konnten anhand der Blutuntersuchungen 
ausgeschlossen werden und so wurde die Unregelmäßigkeit, da keine weiteren 
klinischen Symptome zu beobachten waren und sie nach Ende der Aufwachphase 
nicht mehr vorhanden war, nicht als klinisch relevant gewertet, da auch bei gesunden 
Patienten ohne ersichtliche Ursache gelegentlich Extrasystolien beobachtet werden 
können (TILLEY 1989). 
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Auf eine Auswertung der Amplituden von P- und T-Welle sowie des QRS-
Komplexes der aufgezeichneten Elektrokardiogramme wurde verzichtet, da eine 
standardisierte Platzierung der Elektroden nicht gewährleistet werden konnte: 
Zwischen der prä- und intraanästhetischen Aufzeichnung lagen 24 Stunden, die 
Elektroden mussten somit zwangsweise zwischen den Messungen entfernt werden. 
Des Weiteren existieren bislang für den Ger-/Wanderfalkenhybriden wie für die 
überwiegende Mehrzahl der Vogelarten keine Referenzwerte um eine standardisierte 
Auswertung zu ermöglichen (LUMEIJ u. RITCHIE 1994). 
 
5.3.5 Atemparameter, Blutgase und Säure-Basenhaushalt 
Während des Toleranzstadiums war ein Abfall des venösen pH-Wertes und des 
venösen Sauerstoffgehaltes sowie ein Anstieg des venösen 
Kohlendioxidpartialdruckes zu verzeichnen; sie sind auf die Wirkung des 
Kombinationspräparates Alphaxalon/Alphadolon auf den Atmungsapparat 
zurückzuführen (COLES 1997).  
Diese Veränderungen wurden adäquat durch die beobachtete, hoch signifikante 
Hyperventilation kompensiert, bei der die Atemfrequenz von zirka 30 Zügen pro 
Minute auf das Doppelte (60 Züge/Minute) anstieg, so dass gegen Ende des 
Beobachtungszeitraumes die Ausgangswerte wieder erreicht wurden. Klinische 
Anzeichen einer Hyperkapnie konnten nicht beobachtet werden. 
Bei etwa der Hälfte der Tiere wurde zwar eine probeweise Intubation vorgenommen, 
um die Eignung von Alphaxalon/Alphadolon zur Einleitung einer 
Inhalationsanästhesie zu überprüfen; für die Messung des endexspiratorischen 
Kohlendioxides im Toleranzstadium wurde der Tubus jedoch wieder entfernt, um 
einen standardisierten Vergleich zu den Messungen am wachen Vogel vornehmen zu 
können. Im Verlauf der Messungen wies das endexspiratorische Kohlendioxid nur 
einen geringen, nicht signifikanten Anstieg auf, der mit der vermehrten Abatmung des 
Kohlendioxides in Zusammenhang steht. Die Kapnographie erwies sich als eine 
zuverlässige Methode zur Überwachung der Atmung.  
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Obwohl es zu einer pH-Wertabsenkung kam, blieb der Wert des venösen 
Standardbikarbonates davon unberührt, ein Zeichen für eine respiratorisch bedingte 
Azidose (FORTH et al. 1987). 
 
5.3.6  Hämatokrit 
Eine schwach signifikante Veränderung erfuhr der Hämatokrit während der 
Anästhesie. Er sank von initial 49,00 ± 3,14 % auf 47,00 ± 3,12 % zu der 5. Minute um 
gegen die 90. Minute 47,25 ± 3,45 % zu betragen. 
Der Grund für diese Veränderung konnte nicht ermittelt werden. Dass die Reduktion 
mit der wiederholten Blutentnahme im Zusammenhang steht, ist zumindest 
zweifelhaft, da die bei der Punktion gewonnenen Blutmengen so minimal gehalten 
wurden, dass lediglich die für die Messungen der Blutparameter benötigten Kapillaren 
gefüllt werden konnten. Die verwendeten Kapillaren hatten ein Fassungsvermögen 
von 100 µl. 
Ein weiterer, jedoch sehr spekulativer Ansatz einer Erklärung beruht auf dem Fahreus-
Effekt: Es ist bei Säugetier und Vogel gleichermaßen beobachtet worden, dass die 
Erythrozyten in kleineren Gefäßen dazu neigen, sich im zentralen Bereich des 
Blutgefäßes fortzubewegen, und zwar mit deutlich höherer Geschwindigkeit als der 
Flussgeschwindigkeit in der Peripherie des Gefäßes. Durch die Zellkerne der 
Erythrozyten ist jedoch deren Deformationsfähigkeit eingeschränkt und das 
Phänomen somit bei Vögeln schwächer ausgeprägt als beim Säugetier. Der Fahreus-
Effekt führt bei einer Blutentnahme aus diesen kleinen, peripheren Gefäßen zu einer 
scheinbaren Reduktion des Hämatokrits, während der Wert, wenn zentral gemessen, 
keiner Veränderung unterliegt (SMITH et al. 2000). Es wäre denkbar, dass eine stress- 
und anästhesiebedingte periphere Vasokonstriktion den Fahreus-Effekt induziert und 
somit die in dieser Studie beobachteten Hämatokrit-Veränderungen bewirkt. Ein 
interessanter Versuch, um diesem Phänomen auf den Grund zu gehen, wäre eine 
parallele Blutuntersuchung aus einem zentralen Blutgefäß, einer großen Stammvene 





Ebenfalls schwach signifikant waren die Veränderungen des Gesamthämoglobins 
während der Anästhesie. Es sank von 16,28 ± 0,94 g/dl auf 15,64 ± 1,04 g/dl um die 5. 
Minute und veränderte sich zu 15,74 ± 1,18 g/dl um die 90. Minute. 
Diese Veränderungen sind mit an Sicherheit grenzender Wahrscheinlichkeit mit dem 
Hämatokrit gekoppelt, da die roten Blutkörperchen der Vögel eine hohe 
Konzentration an freiem Hämoglobin aufweisen und somit schon eine kleine 
Reduktion des Hämatokrits eine messbare Veränderung des Hämoglobins bewirkt 
(SMITH et al. 2000). 
 
5.3.8 Venöser Natrium- und Kaliumgehalt 
Der venöse Natrium- und Kaliumgehalt änderte sich nicht signifikant. 
Da keine Elektrolytverschiebung im Blut zu beobachten war, ist nicht zu befürchten, 
dass es bei der Anästhesie mit Alphaxalon/Alphadolon zu elektrolytbedingten 
Veränderungen der Herzaktion kommen würde. 
Insbesondere der konstante Kaliumgehalt in der Blutbahn der Tiere ist hier von 
Interesse, um durch Elektrolytimbalancen induzierte Bradykardien (Hyperkaliämie) 




5.4 Schlussbetrachtung zur klinischen Anwendung von Alphaxalon/Alphadolon 
bei Ger-/Wanderfalkenhybriden 
Bei 16 weiblichen Tieren einer Ger-/Wanderfalkenkreuzung konnte mit einer 
intravenösen Applikation von neun Milligramm Alphaxalon/Alphadolon pro 
Kilogramm Körpermasse ein für kurze chirurgische Eingriffe ausreichendes 
Toleranzstadium erreicht werden. Bei der alleinigen Gabe von Ketamin wird von einer 
unzulänglichen Muskelrelaxation, einer mangelhaften Analgesie, Salivation, 
gelegentlichem Vomitus sowie exzitationsreichen Aufwachphasen berichtet 
(HEIDENREICH 1978, PADDLEFORD 1992, SCOPE u. KORBEL 1998). Propofol 
andererseits verursacht zwar eine gute Muskelrelaxation aber keine Analgesie 
(PADDLEFORD 1992). Hingegen sind bei einer Alphaxalon/Alphadolon-Anästhesie 
sowohl die Analgesie als auch die Muskelrelaxation als gut zu bezeichnen. Einleit- 
und Aufwachphase waren sehr kurz und verliefen exzitationslos. Da 
Alphaxalon/Alphadolon hauptsächlich über die Leber verstoffwechselt wird und die 
Metaboliten über die Galle ausgeschieden werden, bietet sich das 
Kombinationspräparat auch bei Vögeln mit Nephropathien zum Einsatz an. Vorsicht 
ist hingegen bei Patienten mit Hepatopathien geboten, da analog zum Säuger eine 
verzögerte Metabolisierung zu erwarten ist (CHILD et al. 1972, CARD et al. 1972, 
STRUNIN et al. 1974). 
Der Einsatz vieler Injektions- und Inhalationsanästhetika hat sich im Laufe der Zeit als 
nicht ratsam oder gar gefährlich erwiesen: Chloroform beispielsweise ist derartig 
toxisch, dass es eher als Mittel zur Euthanasie denn als Anästhetikum betrachtet 
werden sollte. (ARNALL 1961). Wegen seiner verlängerten Induktionszeit und 
Aufwachphase (COLES 1997) sowie der auftretenden vermehrten Salivation und 
erhöhtem Tränenfluss (ARNALL 1961) wird inzwischen auch von einer Anästhesie mit 
Äther abgesehen. Das liegt aber auch daran, dass dieses Gas in höchstem Maße 
brennbar und explosiv ist, was den Einsatz dieses Anästhetikums mit zusätzlichen 
Risiken verbindet (COLES 1997). 
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Ähnlich verhält es sich mit Stickoxydul (ARNALL 1961, FITZGERALD u. BLAIS 1993, 
PADDLEFORD 1992), Cyclopropan (ARNALL 1961, HILL u. NOAKES 1964), 
Trichlorethylen (HENRY 1947) und Halothan (ARNALL 1961, BONATH 1972, 
FITZGERALD u. BLAIS 1993, GYLSTORFF u. GRIMM 1998, LUDDERS u. MATTHEWS 1996, 
PADDLEFORD 1992), deren Einsatz durch die Zulassung von Isofluran nicht mehr 
vertretbar ist. 
Trotz dieser Zulassung von Isofluran als Anästhetikum für Vögel und damit der 
Notwendigkeit, nach dem Arzneimittelgesetz andere Anästhetika nach §56a(2) nur in 
begründeten Fällen als Ausnahme umzuwidmen, ist der Einsatz von 
Alphaxalon/Alphadolon sinnvoll und gerechtfertigt. In einem Großteil der Praxen in 
Deutschland und den meisten anderen Staaten besteht nach wie vor nicht die 
Möglichkeit zur Inhalationsanästhesie, da der apparative Aufwand und die damit 
einhergehenden Kosten ein entscheidender Faktor bei der Wahl des in einer Praxis 
üblichen Narkoseregimes sind. Auch unter Feldbedingungen, zum Beispiel während 
ein Falkner mit seinem Tier auf der Jagd ist, besteht nur selten die Möglichkeit einer 
Inhalationsanästhesie, selbst wenn ein Tierarzt zugegen oder in erreichbarer Nähe sein 
sollte. 
Die Verabreichung von Alphaxalon/Alphadolon kann aber auch im Rahmen der 
Prämedikation einer Inhalationsanästhesie erfolgen, da eine Intubation nach der Gabe 
von Alphaxalon/Alphadolon gut durchführbar ist, wie an einigen der anästhesierten 
Tiere stichprobenartig geprüft wurde. 
Der intravenöse Zugang mag gegenüber der intramuskulären Applikation eine größere 
Sachkunde erfordern, andererseits deuten die kurze Einleitphase und Anästhesiedauer 
auf eine gute Steuerbarkeit der Narkose hin, so dass auch eine längere Anästhesie nur 
mit Alphaxalon/Alphadolon über einen intraossären oder intravenösen Katheter als 
Dauertropf nahe liegen. Hierbei gilt jedoch zu beachten, dass die regulatorischen 
Mechanismen in dieser Arbeit nur über kurze Zeiträume hinweg protokolliert wurden. 
Insbesondere dem thermoregulatorischen System gilt es bei einer länger anhaltenden 
Anästhesie Aufmerksamkeit zu schenken. Des Weiteren gilt zu bedenken, dass eine 
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Verabreichung über einen Venenkatheter voraussichtlich über die Tarsalvene erfolgen 
würde und durch die teilweise Verstoffwechselung über das Nieren-Pfortadersystem 
Abweichungen von der in dieser Arbeit aufgeführten Initialdosierung mit sich führen 
dürften. 
Da in dieser Studie die untersuchten Tiere eine sehr homogene Gruppe bildeten – alle 
Vögel waren klinisch gesunde, adulte, weibliche Exemplare einer Art – gilt es 
weiterhin festzustellen, ob die notwendige Dosis des Anästhetikums gegebenenfalls 
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Unter standardisierten Bedingungen wurden sechzehn weibliche Hybride aus 
Gerfalken (Falco rusticolus) und Wanderfalken (Falco peregrinus) mit 9 mg/kg 
Körpermasse (KM) des Kombinationspräparates Alphaxalon/Alphadolon 
anästhesiert; die Applikation erfolgte in die Vena ulnaris. Das Alter der Tiere betrug 
vier Jahre und die durchschnittliche KM 1204,71 ± 70,46 g. Alle in die Untersuchung 
einbezogenen Tiere waren klinisch gesund. Folgende Parameter wurden einmal 
präanästhetisch, einmal im Verlauf der Anästhesie, sowie einmal postanästhetisch 
bestimmt: Körperinnentemperatur, Herzfrequenz, Atemfrequenz, endexspiratorische 
Kohlendioxidkonzentration, periphere Sauerstoffsättigung, venöse Blutgase und 
Säure-Basenstatus. Zusätzlich wurden in regelmäßigen Intervallen Reflexe, 
Muskeltonus und Schmerzempfinden überprüft. 
Auf die kurze Einleitphase (< 10 s) folgte eine für kleinere chirurgische Eingriffe 
ausreichende Toleranzphase (8,6 ± 1,1 min). Die Aufwachphase betrug 32,0 ± 4,0 
min. Während der Anästhesie kam es zu einem hochsignifikanten Anstieg des 
venösen Kohlendioxid-Partialdruckes (42,94 ± 9,20 mmHg auf 57,13 ± 8,06 mmHg; p 
≤ 0,001). Er wurde durch einen hochsignifikanten Anstieg der Atemfrequenz (27,56 ± 
3,67 Züge/min auf 60,25 ± 14,75 Züge/min; p ≤ 0,001) adäquat kompensiert, so dass 
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der venöse pH-Wert nur auf 7,34 abfiel und der venöse Sauerstoff-Partialdruck, sowie 
das Standardbikarbonat während des Beobachtungszeitraumes keiner signifikanten 
Veränderung unterlagen.  
Die Befunde zeigen, dass das Kombinationspräparat Alphaxalon/Alphadolon für Ger-
/Wanderfalkenhybriden zur Kurzzeitanästhesie für weiterführende Diagnostik, kurze 
chirurgische Eingriffe oder zur Prämedikation einer Inhalationsanästhesie in oben 
genannter Dosierung empfohlen werden kann, wobei die Kürze der Einleitphase 
besonders hervorzuheben ist. Bei Tieren mit Hepatopathien ist von der Verwendung 
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Sixteen female gyr- (falco rusticolus) and peregrine falcon (falco peregrinus) 
crossbreeds were anaesthetised with 9 mg/kg bodymass of the combinated 
anaesthetic alphaxalone/alphadolone, applicated into the brachial vein. The birds were 
4 years of age and the mean bodymass was 1204,71 ± 70,46 g. All the birds included 
in this study were clinically healthy. 
The following parameters were measured once before, once during and once after 
anaesthesia: Body temperature, heart rate, respiratory rate, end-tidal carbon dioxide 
(pCO2), arterial oxygen saturation (O2-Sat.), venous blood-gas and acid/base-status. 
Additionally body reflexes, muscle relaxation and pain stimuli were checked at regular 
intervals. 
Following the short induction time (<10 s), a surgical plane of anaesthesia long 
enough for minor surgery (8,6 ± 1,1 min) was achieved. The recovery time lasted 32,0 
± 4,0 min. During anaesthesia the pvCO2 significantly increased from initially 42,94 ± 
9,2 mmHg to 57,13 ± 8,06 mmHg. It was adequately compensated by an increase of 
the respiratory rate from initially 27,56 ± 3,67 min.-1 to 60,25 ± 14,75 min.-1, so that 
the venous pH-value dropped only to 7,34. The pvO2 and standard bicarbonate did not 




These results suggest that the combinated anaesthetic alphaxalone/alphadolone can be 
recommended at the dosage mentioned above as short-term anaesthesia for diagnostic 
measures, minor surgical procedures or premedication to inhalation anaesthesia. The 
brief induction time should be emphasized. It is advisable to be careful in animals with 
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